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Les composés sont désignés par un chiffre arabe écrit en caractère gras. Les références 
bibliographiques, désignées par un chiffre arabe placé en exposant, sont regroupées à la fin de 
ce mémoire. Les abréviations et notations particulières utilisées dans ce manuscrit sont 
explicitées ci-dessous : 
 
   Déplacement chimique 
 Chauffage 
2-FMT  2-furanmethanethiol 
3-SH  3-sulfanylhexan-1-ol 
ABPP  Activity-based proteomic profiling 
Ac   Groupe acétyle 
AcOEt  Acétate d'éthyle 
AcOH  Acide acétique 
ADN  Acide désoxyribonucléique  
ADNc  Acide désoxyribonucléique complémentaire 
ANR  Anthocyanidine réductase 
ANS  Anthocyanidine synthase 
aq.   Aqueux 
Ar   Aromatique 
Asp  Asparagine 
Bn   Groupe benzyle 
Boc  tert-Butyl carbamate 
Bu   Groupe butyle 
CAS  Chemical abstracts service 
cat.  Catalytique 
CCM  Chromatographie sur couche mince 
CHI  Chalcone isomérase 
CHS  Chalcone synthase 
COSY  « Correlation spectroscopy » 
HPLC  Chromatographie liquide haute performance 
LC-MS Chromatographie liquide couplée à la spectrométrie de masse 
(« Liquid chromatography-mass spectrometry ») 
CIS Croisement intersystème 
CoA  Coenzyme A 
Cq   Carbone quaternaire 
Cys Cystéine 
1D   Une dimension 
2D   Deux dimensions 
D2O  eau lourde ou eau deutérée 
DDQ  2,3-dichloro-5,6-dicyano-p-benzoquinone 




DFR  Dihydroflavonol 4-réductase 
DHQ  Dihydroquercétine 
DIEA/DIPEA Diisopropylethylamine 
DMAP  4-Diméthylaminopyridine 
DMF  N,N-Diméthylformamide 
DMSO  Diméthylsulfoxyde 
DO  Densité optique 
DOPA  3,4-Dihydroxyphénylalanine 
DTT  Dithiothréitol 
E1D  Electrophorèse à une dimension 
E2D  Electrophorèse à deux dimensions 
EDCI  1-éthyl-3-(3-diméthylaminopropyl)carbodiimide 
EGCG  Epigallocatéchine gallate 
EP   Ether de pétrole 
éq.   Equivalent 
ESIMS/ESI  Ionisation par électronébullisation (électrospray) 
Et    Groupe éthyle 
EtOH   Ethanol 
Et2O   Ether diéthylique 
Exp  Expérience 
FGT ou 3GT Flavonoïde 3-O-glucosyltransférase 
F3H  Flavanone 3-hydroxylase 
FLS  Flavonol synthase 
FM  Formule moléculaire 
Fmoc  Ester de 9H-fluoren-9-ylméthyle  
FNS 1  Flavone synthase 1 
FPLC  « Fast protein liquid chromatography » 
Glu  Acide glutamique 
GSH  Glutathion 
HBTU 2-(1H-benzotriazole-1-yl)-1,1,3,3-tétraméthyluronium 
hexafluorophosphate 
HEPES  acide 4-(2-hydroxyéthyl)-1-pipérazine éthane sulfonique 
His  Histidine 
HMBC   « Heteronuclear multiple-bond correlation » 
HMQC  « Heteronuclear multiple-quantum correlation » 
HOBt  N-Hydroxybenzotriazole 
HRMS  Spectrométrie de masse haute résolution 
HRP  « Horseradish peroxidase » 
IEF  « Isoelectric focusing » 
IPTG  Isopropyl β-D-1-thiogalactopyranoside 
IR   Infra-rouge 




J   Constante de couplage exprimée en Hertz 
KM   Constante de Michaelis 
KD   Constante de dissociation 
LAR  Leucoanthocyanidine réductase 
LB  Luria-Bertani (milieu de culture) 
LC  « Liquid Chromatography » 
LDOX  Leucoanthocyanidine dioxygénase 
LRMS  Spectrométrie de masse basse résolution 
m   Méta 
m.p.  « Melting point » 
MALDI Technique de désorption/ionisation laser assistée par une 
matrice 
ME   Masse exacte 
MeOH   Méthanol 
MM  Masse molaire 
MS  Spectrométrie de masse 
MS/MS  Spectrométrie de masse en tandem 
Na Asc.  Ascorbate de sodium 
NaIO4  Periodate de sodium 
Et3N  Triéthylamine 
o    Ortho 
2-OG  2-Oxoglutarate 
p    Para 
PAGE  Electrophorèse sur gel de polyacrylamide 
PBS  « Phosphate buffer saline » 
PCR  « Polymerase Chain Reaction » 
Pd/C  Palladium sur charbon 
PEG  Polyéthylène glycol 
PEGA  Copolymère de polyéthylène glycol et de polyacrylamide 
pH  Potentiel d’hydrogène 
Ph   Groupe phényle 
Phe  Phénylalanine 
pI   Point isoélectrique 
PMF  « Peptide mass fingerprinting » 
PMSF  Fluorure de phénylméthylsulfoxyle 
PVPP  Polyvinylpolypyrrolidone 
PyBOP benzotriazole-1-yl-oxy-tris-pyrrolidino-phosphonium 
hexafluorophosphate 
Q   Quadrupôle 
quant.  Quantitatif 
r.t.   Room temperature 




Rf   Rapport frontal 
RMN 
13
C  Résonance magnétique nucléaire du carbone 13 
RMN 
1
H   Résonance magnétique nucléaire du proton 
RPE  Résonance paramagnétique électronique 
RX   Rayons X 
SDS  « Sodium dodecyl sulfate » 
SIM  « Single ion monitoring » 
t.a.  Température ambiante 
TBS-T  « Tris buffer saline » contenant du Tween 20 
t-BuOH   tert-Butanol 
TFA   Acide trifluoroacétique 
THF  Tétrahydrofurane 
TOF-TOF Deux sections d’analyseurs à temps de vol séparés par une 
cellule de collision 
t.r.   Temps de rétention 
Tris-HCl  Hydrochlorure de tris(hydroxyméthyl))aminométhane 
UV  Ultra-violet 
Vis  Visible 
-ondes  Micro-ondes 
 
Les unités couramment utilisées sont listées ci-dessous : 
 
Å   Angström 
°C   Température en degrés Celsius 
Da   Dalton 
éq.   Equivalent 
g    Gramme 
h    Heure 
Hz   Hertz 
kDa  Kilodalton 
kV   Kilovolt 
L   Litre 
M   Molaire (concentration en mole par litre) 
mg  Milligramme 
MHz  MégaHertz 
min  Minute 
mL  Millilitre 
mL/min  Millilitre par minute 
mm  Millimètre 
mM  Millimolaire 
mmol  Millimole 




mol  Mole 
ms   Milliseconde 
mW  Milliwatt 
nm  Nanomètre 
ppm   Partie par million 
rpm  Rotation par minute 
sec   Seconde 
Ua   Unité arbitraire 
g   Microgramme 









Les travaux présentés dans ce manuscrit sont l’accomplissement de trois années de 
recherche réalisées dans l’équipe Synthèse et Activité des Substances Naturelles (SASN) 
dirigée par le Professeur Stéphane Quideau. Cette équipe, située à l’Institut Européen de 
Chimie et Biologie (IECB), fait partie du groupe Synthèse-Molécules Bioactives rattaché à 
l’Institut des Sciences Moléculaires (ISM). Cette thèse a été menée d’octobre 2010 à octobre 
2013 sous la direction conjointe du Professeur Stéphane Quideau et du Docteur Denis 
Deffieux. Ce projet s’inscrit dans la continuité des travaux de thèse des Docteurs Sophie 
Gaudrel-Grosay et Céline Chalumeau portant sur l’étude de la biosynthèse des flavonoïdes de 
la baie de raisin à l’aide d’outils de la protéomique chimique.  
 
Dans le premier chapitre de ce manuscrit, après une brève description de la vigne, Vitis 
vinifera, et du développement de la baie de raisin, une présentation des flavonoïdes ainsi que 
de leur voie de biosynthèse sera effectuée. Nous développerons ensuite les techniques 
possibles pour l’étude de cette voie de biosynthèse en apportant une attention particulière à 
l’étude par protéomique. Finalement, nous décrirons la technologie émergeante d’ « activity-
based proteomic profiling » (ABPP) sur laquelle se base notre nouvelle approche de 
développement de sondes moléculaires d’affinité. 
 
Le second chapitre sera consacré à un premier type de sondes activables par oxydation : 
sondes A. Nous ferons tout d’abord un bref rappel des mécanismes d’oxydation des 
flavonoïdes. Puis nous présenterons l’utilisation, dans la littérature, des sondes activables par 
oxydation. Enfin après avoir décrit la synthèse de nos sondes, nous passerons aux applications 
de capture sur des molécules modèles et sur une protéine clé de la voie de biosynthèse de 
flavonoïdes : la LDOX. 
 
Le troisième chapitre de ce manuscrit sera consacré à un deuxième type de sondes 
photoactivables : sondes B. Après un bref état de l’art des fonctions photoréactives et de 
l’utilisation de ce type de sondes en ABPP, nous présenterons la synthèse de ces sondes. 
Enfin, des études de captures comparatives entre nos deux types de sondes seront effectuées à 






Le quatrième chapitre de cette thèse portera sur l’utilisation de nos sondes pour 
l’enrichissement d’extraits complexes de protéines issus de Vitis vinifera en enzymes de la 
voie de biosynthèse des flavonoïdes.  
 
Enfin, le cinquième et dernier chapitre de ce manuscrit regroupe les techniques 
expérimentales, les conditions opératoires et les données analytiques des composés 
synthétisés. Il sera également décrit les données concernant le matériel biologique, les 
méthodes d’études enzymatiques réalisées ainsi que les techniques de spectrométrie de masse 
utilisées. 
 
Une publication est en cours sur ces travaux : 
 
New flavonoid-Based Probes to Study Specific Interactions between Proteins and 
Polyphenols: Proof of concept, H. Carrié, D. T. Tran, S. Chaignepain, S. Rousseau, S. 
Quideau and D. Deffieux*, en preparation. 
 
Ce travail a fait l’objet de deux communications orales :  
 
1) IECB, « When Chemistry meets Biology » IECB Internal Seminar (Pessac, France, 20 Juin 
2013), Oral communication in english dedicated to chemists and biologists. 
H. Carrié, D. Deffieux, D. T. Tran, S. Rousseau, S. Quideau 
Development of an Affinity-Based Proteomic Strategy for the Elucidation of Vitis vinifera 
Anthocyanins and Proanthocyanidin Biosynthesis. 
 
2) 15ème Journée de l’Ecole Doctorale des Sciences Chimiques (Talence, 25 Avril 2013),  
H. Carrié, D. Deffieux, D. T. Tran, S. Rousseau, S. Quideau  
Development of an Affinity-Based Proteomic Strategy for the Elucidation of Vitis vinifera 
Anthocyanins and Proanthocyanidin Biosynthesis. 
 
Ce travail a fait l’objet de huit communications par voie d’affichage : 
 
1) ISM 2013, Journée Scientifique de l’Institut des Sciences Moléculaires (Talence, France, 5 
Juillet 2013) 
H. Carrié, D. T. Tran, S. Rousseau, D. Deffieux, S. Quideau. 





 International Conference on Polyphenols (Florence, Italie, 23-26 Juillet 2012) 





Development of an Affinity-Based Proteomic Strategy for the Elucidation of 
Proanthocyanidin Biosynthesis. 
 
3) ISM 2012, Journée Scientifique de l’Institut des Sciences Moléculaires (Talence, France, 3 
Juillet 2012) 
H. Carrié, D. T. Tran, S. Rousseau, D. Deffieux, S. Quideau. 
Development of an Affinity-Based Proteomic Strategy for the Elucidation of 
Proanthocyanidin Biosynthesis. 
 
4) JEDSC 2012, 14
ème
 Journée de l’école doctorale des Sciences Chimiques (Talence, France, 
12 Avril 2012) 
H. Carrié, D. T. Tran, S. Rousseau, D. Deffieux, S. Quideau. 
Development of an Affinity-Based Proteomic Strategy for the Elucidation of 
Proanthocyanidin Biosynthesis. 
 
5) ISM 2011, Journée Scientifique de l’Institut des Sciences Moléculaires (Talence, France, 
12 Juillet 2012) 
H. Carrié, M. Delannoy, C. Chalumeau, D. Deffieux, S. Quideau.  
Etude enzymologique de la leucoanthocyanidine dioxygenase de Vitis vinifera.  
 
6) Interbio Scientific Conference 2011, In Rethinking Targets for Therapeutic Intervention 
(Pessac, France, 26-28 Juin 2011) 
H. Carrié, M. Delannoy, C. Chalumeau, D. Deffieux, S. Quideau.  




 Symposium International d’Œnologie de Bordeaux (Bordeaux, France,  15-17 Juin 
2011) 
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Originaire de Transcaucasie, la culture de Vitis vinifera va lentement se répandre à travers le 
monde. Tout d’abord en Mésopotamie puis, suivant les principaux axes de commerces 
caravaniers vers l’est, par lesquels elle gagne l’Inde, la Chine puis le Japon, et maritimes vers 
l’ouest pour atteindre l’Europe et l’Afrique du Nord. Enfin la diffusion de la viticulture vers 
l’Amérique, le reste de l’Afrique puis l’Australie au XVII et XVIIIème siècles accompagnera 
les grandes vagues coloniales de cette époque.
1
 L’acclimatation de Vitis vinifera sous toutes 
ces latitudes va donner naissance à un impressionnant panel de variétés. Actuellement il existe 
plus de cinquante milles variétés de vignes ou cépages à travers le monde. Par exemple, en 
France nous pouvons en dénombrer pas moins de trente six.
2
 
La diffusion de Vitis vinifera est étroitement liée à la culture du vin, cela s’expliquant par le 
fait qu’elle est la seule à permettre la production d’une boisson de qualité hautement apprécié 
par l’Homme.3 
L’élaboration du vin a connu ses balbutiements parallèlement à la viticulture. En Grèce 
antique, c’est une boisson très prisée sous la protection d’un dieu : Dyonisos. Les romains 
vont perpétuer ce culte et contribuer à la diffusion du vin, et donc de la vigne, notamment vers 
l’ouest de l’Europe. Au fil des siècles, la qualité du vin n’a de cesse de s’améliorer et au 
XIXème siècle, grâce aux travaux de Pasteur, l’élaboration du vin va passer du stade d’art au 
stade de science : l’œnologie.4 
Aujourd’hui la viticulture et la viniculture sont mondiales. La superficie des vignobles 
couvrait 7,6 millions d’hectares en 2009. Le vignoble européen reste le plus vaste et l’Europe 
le premier producteur de vin mondial. Mais malgré ces résultats et la grande notoriété des vins 
italiens et français, notamment en France des vignoble de la région bordelaise (Pessac-
Léognan, St Emilion, Pomerol, Lalande de Pomerol, Médoc, Sauternais…) et celui du 
bourguignon (la Romanée-Conti, Vosne-Romanée, Gevrey-Chambertin, Chablis, Pommard, 
Nuits-Saint-Georges, Côtes de Beaune…), la vieille Europe a de plus en plus de mal à tenir sa 
place de premier producteur et exportateur de vin au profit des pays producteurs émergeant 
(Etats-Unis, Argentine, Australie, Nouvelle-Zélande, Chine, Afrique du Sud…), ceux-ci 
mettant aujourd’hui sur le marché des vins capables de se mesurer sans mal à ceux produits 
par le Vieux Continent.
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2. Développement de la vigne et du raisin 
 
a. Développement de la vigne 
 
Le cycle végétatif annuel de la vigne est constitué d’une succession de stades bien définis 
appelés stades phénologiques. Ces stades ont été décrits par Baggiolini en 1952. Leur 
apparition dans le temps est dépendante du cépage, du climat et du millésime.
6 
Ce cycle commence, dans les régions tempérées, au mois de mars par le débourrement. A ce 
stade, les bourgeons latents, portés par les sarments de l’année précédente, commencent à 
gonfler et les écailles protectrices s’ouvrent. Les bourgeons continuent leur développement et 
donnent des jeunes pousses. Au sommet des pousses apparaissent ensuite des grappes 
rudimentaires qui se séparent et s’allongent. C’est la phase d’inflorescence qui dure jusqu’à la 
floraison. Cette dernière se déroule vers le mois de mai et correspond à l’épanouissement des 
fleurs sur les inflorescences. La floraison dure en moyenne de cinq à dix jours et se termine 
par la fécondation. Cette étape est l’une des plus importantes dans le cycle de la vigne car elle 
conditionne pour une grande part la récolte. Les fleurs fécondées vont donner les baies de 
raisin constituées des pépins, ou œufs, et de réserves nutritives. Ces tout petits fruits 
commencent à grossir : c’est la nouaison. Au mois de juin, les baies ont atteint le stade « petit 
pois ». Les baies restent en phase de croissance herbacée jusqu’à un stade où il n’existe plus 
d’espace entre les baies de la grappe : c’est le stade fermeture de grappe. Entre juillet et août 
se déroulent les « vendanges vertes » : c’est le moment de l’effeuillage qui est fait afin de 
laisser filtrer le soleil jusqu’aux baies. Seules les meilleures grappes sont gardées sur les ceps 
de vignes. Ensuite, les baies vont commencer à changer de couleur : c’est la véraison. Elle se 
déroule vers le mois d’août selon les conditions climatiques et dure de une à deux semaines. 
Selon le pourcentage de baies colorées sur les grappes, nous parlerons de stade début véraison 
(quelques baies commencent à se colorer), 50 % véraison (50 % des baies sont colorées) ou 
encore 100 % véraison (les baies sont toutes colorées). S’en suit la phase de maturation. 
Parallèlement à la véraison, la phase d’aoûtement permet à la vigne de se préparer à l’hiver 
(production de liège, diminution de la concentration en eau dans le bois, …). Cette phase se 
poursuit jusqu’au mois de novembre. A la fin du mois de septembre, la phase de maturation 
des baies s’achève, les baies sont arrivées à maturité. Pour déterminer ce stade de 
développement plusieurs critères sont évalués par les œnologues tels que l’évolution de la 
teneur en sucre et en acide du moût de raisin ou encore le dosage des composés 
polyphénoliques des baies. En fonction des résultats obtenus et de la nature du vin recherché, 




les vendanges sont faites. Si le raisin est laissé sur pied, il entre dans une phase de 
surmaturation caractérisée notamment par un flétrissement des baies ou une augmentation de 
leur teneur en sucre. Enfin, aux mois d’octobre et de novembre survient la chute des feuilles 
qui achève le cycle végétatif annuel de la vigne. Le mois de novembre marque le début du 
repos hivernal de la vigne ou dormance, durant lequel le vigneron réalise l’opération de taille. 
Pendant cette période, les bourgeons latents subissent une évolution préparatoire au 
débourrement qui se produira au printemps suivant. C’est le début d’un nouveau cycle 
végétatif (Figure 1). 
 
Figure 1. Cycle végétatif annuel de la vigne. 
 
b. Suivi de l’évolution de la maturité du raisin – stades phénologiques du raisin 
 
Le grain de raisin est composé d’une pellicule (épicarpe), de pulpe (mésocarpe), d’un 
endocarpe et de pépins. C’est un fruit dans lequel le mésocarpe et l’endocarpe sont charnus. 
Les graines, ou pépins, sont à peine séparées de la chair et sont disséminées dans celle-ci. En 





Figure 2. Grappe de raisin, coupe transversale et représentation schématique d’une baie de raisin. 
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Le développement des baies commence avec la floraison en mars et s’achève en septembre 




- une phase I ou croissance herbacée. Cette phase correspond à la croissance de la baie 
verte. Celle-ci commence à la fécondation et se temine peu de temps avant le début de la 
véraison. A la fin de cette phase, le nombre de cellules par baie est définitif et une forte 
accumulation en acides tartrique, malique, hydroxycinnamique et en tannins est observée. 
A ce stade, les baies sont très acides, âpres et peu sucrées. 
- une phase II ou phase de latence.  Cette phase est marquée par une croissance quasi 
inexistante des baies alors que les pépins non seulement ne croissent plus mais perdent de 
leur poids. Elle se termine par le début de changement de couleur des baies ou véraison.
 
- une phase III, véraison et phase de maturation. Le début de cette phase est marqué par le 
changement de couleur des baies. Elles perdent leurs chlorophylles et les pellicules se 
chargent en pigments : les anthocyanes.  Au cours de cette phase, la croissance des baies 
est très rapide et les baies vont presque doubler de volume. Ceci est dû à une 
augmentation du volume de leurs cellules par une accumulation de sucres et d’eau à 
l’intérieur de celles-ci. A la fin de la phase III, les baies sont mûres, elles sont peu acides 
et sucrées.  
 
Figure 3. Développement des baies de raisin. 
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Au cours du développement de la baie, sa composition en composés (bio)chimiques varie 
énormément. A maturité, cette composition déterminera la qualité de la baie de raisin et par 
conséquent la qualité du vin futur. L’analyse de cette composition est donc essentielle pour 
déterminer la date idéale des vendanges car elle constitue un élément clé dans la réussite d’un 
millésime. 
 
3. Evaluation de la maturité des baies 
 
Longtemps basée sur le suivi des stades phénologiques du raisin (maturité technologique), 
l’estimation de la date des vendanges est aujourd’hui faite selon plusieurs analyses 
complémentaires.  
Dans les années 60, le rapport S/A (i.e., sucre sur acidité totale) a été mis en place comme 
indice de maturité du raisin. Ce rapport a alors été utilisé comme outil d’évaluation de la 
qualité du raisin, un rapport compris entre 35 et 50 g.L
-1 





Il faut noter ici que la qualité d’un vin rouge n’est pas seulement due aux sucres et aux acides 
présents dans le moût du raisin. La qualité d’un vin rouge est jugée suivant un déroulement 
d’étapes bien précis12: 
- Première étape : Visuelle 
« L’examen visuel d’un vin est une première étape qui éveille les sens. » 
La robe du vin va être appréciée. Tout d’abord la couleur, pouvant allez du rouge vif au 
rubis intense tirant sur le violet. Puis l’aspect, brillance, éclat, velouté, intensité, 
limpidité… Pour finir par la description des « jambes », appelées aussi « larmes », qui 
désignent les gouttes qui ruissellent le long des parois internes du verre après agitation et 
qui indiquent la richesse d’un vin en alcool ainsi que la concentration de celui-ci. 
- Deuxième étape : Olfactive 
« Humer un verre de vin, identifier les différents arômes, en saisir la complexité et la 
subtilité est un des grands plaisirs de la dégustation. » 
Dans un premier temps l’intensité aromatique et la qualité olfactive du vin vont être 
appréciées. Nous parlerons de vin puissant, généreux ou au contraire léger ou encore 
fermé si les arômes ne se sont pas épanouis. Puis c’est l’examen aromatique où les notes 
florales, minérales, lactées, boisées, épicées, de fruits ou encore empyreumatiques vont 
être décryptées. 




- Troisième et dernière étape : Gustative 
« Le vin va enfin dévoiler toute sa personnalité gustative avec ses saveurs, sa texture, sa 
structure, son équilibre. » 
 Celle-ci va être subdivisée en trois étapes en commençant par l’attaque. C’est la première 
impression en bouche. Elle est idéalement franche et aromatique. Puis c’est l’étape du 
« milieu de bouche » où l’épanouissement du vin en bouche va permettre d’apprécier 
toutes les saveurs de ce dernier et ainsi compléter l’examen olfactif. Enfin l’étape de la 
finale ou « longueur en bouche » qui permet l’appréciation de la persistance des arômes en 
bouche notée en caudalies (durée de la persistance 1 caudalie = 1 seconde).   
 
Nous pouvons relever ici deux étapes majeures de l’évaluation de la qualité d’un vin rouge : 
l’étape visuelle et l’étape gustative qui vont être, toutes deux, étroitement liées à la maturité 
phénolique du raisin. Les composés phénoliques intervenant à ce stade sont principalement 
les anthocyanes (1), responsables de la couleur et donc liées à l’étape visuelle, et les 
proanthocyanidines (2), responsables de la structure, de l’astringence et en partie de l’attaque 
du vin et donc liées à l’étape gustative. Ces composés sont principalement présents dans la 
pellicule des baies (Figure 4). 
 
Figure 4. Anthocyanes et proanthocyanidines : deux éléments majeurs de l'évaluation de la qualité du vin rouge. 
 
Les concentrations en anthocyanes et en proanthocyanidines au sein de la baie n’évoluent pas 
de la même façon que celles en sucres et en acides au cours du développement de celle-ci 
(Figure 3). Pour cette raison, le rapport S/A n’est pas un indicateur suffisant de la qualité du 
raisin utilisé pour la production de vin rouge. Lorsque les pellicules auront acquis une 
quantité maximale d’anthocyanes et suffisante de proanthocyanidines et que les pépins auront, 
au contraire, une faible teneur en tannins (ces derniers étant plus âpres et astringents que ceux 
de la pellicule) nous parlerons de maturité phénolique (Figure 5).
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Figure 5. Composition de la baie de raisin à maturation. 
 
Depuis quelques années, des méthodes de dosage des composés phénoliques ont été mises en 
place (méthode « CASV », méthode Glories) afin d’affiner l’analyse du raisin et donc de 
mieux calculer le moment idéal pour les vendanges.
14-16 
Ces méthodes permettent une 
estimation de la maturité phénolique du raisin et, associées aux méthodes de dosage des 
sucres et acides, sont une avancée majeure vers la récolte de raisins présentant les meilleures 
caractéristiques organoleptiques possibles. Cependant, ces méthodes de dosages des 
composés phénoliques présentent certaines limites. Ces méthodes sont dites destructives (200 
baies par prélèvement) et nécessitent l’envoie de matériel végétal dans des laboratoires 
spécialisés. Elles sont donc dépendantes de la qualité du prélèvement ainsi que des conditions 
de stockage et d’acheminement des échantillons. De plus, si le dosage des anthocyanes 
semble être fiable et permet une bonne estimation de leur quantité retrouvée, à terme, dans le 
vin, le dosage des composés phénoliques totaux, notamment des tannins condensés, est plus 
délicat et peut également être différent sur raisin et sur vin fini.  
 
L’état physiologique du raisin et sa composition apportent une variabilité qui rend difficile la 
mise en place d’une méthode plus fiable et représentative. Afin d’établir de nouvelles 
méthodes de dosages, il est nécessaire de s’enrichir des éclairages de la science fondamentale 
sur la connaissance des anthocyanes mais surtout des proanthocyanidines et des mécanismes 
mis en jeu dans leur répartition et leur biogénèse au sein de la baie de raisin. Or, à ce jour, une 
question majeure reste en suspend, à savoir : comment se forment les anthocyanes et les 
tannins condensés au niveau de la baie de raisin ? Et plus généralement : quelle est leur 













En effet la biosynthèse des flavonoïdes, famille de composés à laquelle appartiennent les 
anthocyanes et les proanthocyanidines, est bien décrite, mais les dernières étapes conduisant à 
ces composés restent peu ou pas connues.
17
 Une meilleure connaissance de ces dernières 
étapes et des enzymes qui y sont liées devrait permettre une meilleure compréhension de la 
synthèse des anthocyanes et proanthocyanidines dans le raisin et ainsi une meilleure 
appréhension de l’impact des changements extérieurs et des modifications climatiques sur la 
biosynthèse de ces composés.  
 
II. Généralités sur les flavonoïdes 
 
1. Etude structurale 
 
Les flavonoïdes possèdent un squelette de base commun de type 2-phénylchromane ou noyau 
flavane. Ce dernier est composé de deux cycles aromatiques A et B et d’un cycle central C de 
type  pyrane. Le cycle A peut être de type phloroglucinol ou de type résorcinol, le cycle B 
peut être mono-, di- ou trihydroxylé et l’hétérocycle C peut, quant à lui, exister sous trois 
formes : pyrane, pyrillium ou -pyrone. Le système de nomenclature le plus couramment 
utilisé pour les flavonoïdes fut initialement proposé par Hemingway puis étendu par Porter en 
1988.
8,18
 Une numérotation spécifique a été établie en fonction de la substitution de ces trois 
cycles comme indiqué ci-après (Figure 6). 
 
 
Figure 6. Squelette de base des flavonoïdes. 
 
Il existe des exceptions à ce système : les chalcones qui possèdent un cycle C ouvert, les 
aurones dont le cycle C est de type furane et les isoflavones pour lesquelles le cycle B n’est 
pas en position 2 mais en position 3 (Figure 7). 
 
A C
B A : cycle de type phloroglucinol ou resorcinol
B : cycle mono-, di-, ou tri-hydoxylé
C : cycle de type pyrane
C6 C3 C6





Figure 7. Structures de base des flavonoïdes sans noyau flavane 
 
Les flavonoïdes possédant une structure de base de type flavane sont répartis en sous-groupes. 
Cette répartition se fait selon l’état structural et le degré d’oxydation du cycle C au niveau des 
positions 2, 3 et 4 (Figure 8).  
 
 
Figure 8. Principaux sous-groupes de flavonoïdes ayant comme squelette de base un noyau flavane. 
 
Au sein d’un même sous-groupe peut exister des subdivisions en fonctions des substituants 
présents sur les noyaux de base de ces composés. Ces substituants pourront être, par exemple 
des groupements hydroxyles, méthoxyles ou encore des sucres. Des groupements hydroxyles 
sont généralement présents en position 5, 7, 3’, 4’ ou 5’.  Les études structurales des 
flavonoïdes ont, entre autres, été réalisées par Grisebach, Heller et Stafford.
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2. Principaux flavonoïdes chez Vitis 
 
Les principaux flavonoïdes présents dans les baies de raisin sont les flavonols, les flavan-3-









a. Les flavonols 
 
Les flavonols sont des pigments jaunes présents chez la plupart des végétaux. Chez la vigne, 
ils sont stockés dans la pellicule des baies des raisins blancs ou rouges. Ils participent à la 
protection contre les UV
22 
et à la coloration des baies par co-pigmentation avec les 
anthocyanes.
23
 Quelque soit le cépage considéré, les flavonols sont généralement sous forme 
glycosylée en position 3 et 7, les plus abondants étant les dérivés de quercétine et de la 
myricétine.
21
 Les principaux flavonols présents chez la vigne sont décrits ci-dessous sous leur 
forme non glycosylée (Figure 9). Dans la baie de raisin la synthèse des flavonols est effectuée 




Figure 9. Principaux flavonols présents dans le raisin. 
 
b. Les flavan-3-ols 
 
Les flavan-3-ols sont retrouvés dans les pépins et la pellicule des baies. Ils sont synthétisés à 
partir de la floraison jusqu’à la nouaison.25 Ces composés possèdent 2 carbones chiraux C2 et 
C3 et leur nomenclature dépend de la configuration de ces derniers. Le nom trivial de ces 
composés est donné à l’isomère de configuration (2R,3S). Le préfixe épi- est ajouté pour 
désigner les épimères de ces composés, tandis que le préfixe ent- est ajouté pour leurs 
énantiomères. Par exemple dans le cas de la (2R,3S)-catéchine son épimère est désigné par le 
terme épicatéchine et leurs énantiomères respectifs sont l’ent-catéchine et l’ent-épicatéchine. 
Dans les baies de raisin, les flavan-3-ols les plus abondants sont la (2R,3S)-catéchine, la 
(2R,3R)-épicatéchine, la (2R,3S)-gallocatéchine et la (2R,3R)-épigallocatéchine (Figure 10).
26 
 
Figure 10. Principaux flavan-3-ols présents dans le raisin. 





R C2 C3 Nom
H R S Catéchine
H R R Epicatéchine
OH R S Gallocatéchine
OH R R Epigallocatéchine




c. Les anthocyanes 
 
Les anthocyanes (du grec anthos signifiant fleur et kyanos signifiant bleu) sont des pigments 
dont la couleur varie du rouge au bleu en fonction du pH. Cette couleur est induite par la 
présence d’un cation flavylium et est modulée en fonction des substituants présents au niveau 
des cycles A et B. Dans les baies de raisin, elles sont retrouvées dans la pellicule des cépages 
colorés et également dans la pulpe des cépages dits teinturiers. Elles sont produites au stade 
véraison pour atteindre une concentration maximale à maturité.
27
 Au pH de la vacuole des 
cellules des baies de raisin, les anthocyanes sont majoritairement sous leur forme cationique 
flavylium de couleur rouge. Les anthocyanes présentes de manière abondante chez Vitis sont 




Figure 11. Principales anthocyanes présentes dans le raisin. 
 
d. Les proanthocyanidines 
 
Les proanthocyanidines, appelées également tannins consensés, sont des composés très 
largement répandus dans le règne végétal. Ils sont principalement connus pour leur utilisation 
en tant qu’agents tannants pour la peau des animaux et leur rôle dans la saveur et l’astringence 
de certaines boissons telles que le thé ou le vin.
25,28
 D’un point de vue structural, ce sont des 
oligomères d’unités monomériques flavan-3-ols, le plus souvent de type catéchine ou 
gallocatéchine. La stéréochimie du carbone C2 la plus commune est la configuration 2R. Les 
carbones 6 et 8 du cycle A des flavan-3-ols étant nucléophiles et le carbone 4 du cycle C étant 
électrophile, les liaisons entre les unités monomériques se font principalement entre l’atome 
de carbone C4 et les atomes de carbone C8 ou C6 et toujours en position trans par rapport au 
groupe hydroxyle en position 3.
29
 Les groupes hydroxyles des unités monomériques peuvent 
être estérifiés ou glycosylés. Les proanthocyanidines se distinguent également par leur 
nombre d’unités monomériques : les oligomères, contenant de deux à une dizaine d’unités, et 












A côté des proanthocyanidines les plus courantes reliées par une liaison C4-C8 ou C4-C6 
existent des proanthocyanidines reliés par plusieurs liaisons. D’après les liaisons entre les 
monomères, trois types de proanthocyanidines ont été définies : 
- le type A : ces dimères possèdent deux liaisons entre leurs unités monomériques, une 
première liaison « classique » de type C4-C8 ou C4-C6 et une liaison de type éther entre 
le carbone C2 du cycle C et l’oxygène du carbone C7 du cycle A. Nous citerons par 
exemple les procyanidines A1 (4) et A2 (5) (Figure 12). 
 
 
Figure 12. Exemples de procyanidines de type A. 
 
- le type B : les proanthocyanidines de ce type sont caractérisées par une liaison de type C4-
C8 ou C4-C6 entre chaque monomère. Ici nous citerons l’exemple des dimères les plus 





Figure 13. Exemples des dimères de type B retrouvés dans le raisin. 
 
- Le type C : ces composés sont constitués de trois unités monomériques reliées par deux 
liaisons interflavanes de type C4-C8 et C4-C6. Nous citerons l’exemple du profisétinidol 
(9) (Figure 14). 





Figure 14. Procyanidine de type C, le profisétinidol (9). 
 
Chez la vigne, les proanthcyanidines sont présentes au niveau de la rafle, des pépins et de la 
pellicule des baies. Elles sont accumulées dès la formation des fleurs et leur teneur maximale 




3. Biosynthèse conduisant aux anthocyanes et proanthocyanidines 
 
Une des caractéristiques principales du métabolisme des flavonoïdes est son origine 
biosynthétique mixte, la première sous-classe de flavonoïdes, les chalcones, étant élaborée à 
partir de deux précurseurs clés d’origines biosynthétiques distinctes. Le premier précurseur, le 
malonyl-CoA, est synthétisé via la voie de biosynthèse des polycétides et le second 




a. Premières étapes conduisant aux leucoanthocyanidines 
 
La première étape, à proprement parler, de la biosynthèse des flavonoïdes consiste en la 
condensation du 4-coumaroyl-CoA avec trois molécules de malonyl-CoA. Cette réaction est 
catalysée par les chalcones synthases (CHS) et abouti à la formation des chalcones. La 
deuxième étape consiste en l’isomérisation des chalcones. Cette réaction est catalysée par les 
chalcones isomérases (CHI) et abouti à la formation des flavanones de configuration 2S. Ces 
flavanones vont être hydroxylées en dihydroflavonols de manière stéréospécifique par les 
flavanones-3-hydroxylases (F3H). Ces dihydroflavonols vont être réduits par la 
dihydroflavonol réductase pour former les leucoanthocyanidines correspondantes (Schéma 1).
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Schéma 1. Etapes de la biosynthèse des flavonoïdes conduisant aux leucoanthocyanidines. 
 
b. Formation des anthocyanes 
 
La première étape consiste en la formation des anthocyanidines. A ce jour, la 
leucoanthocyanidine dioxygénase (LDOX), appelée également anthocyanidine synthase 
(ANS) est l’enzyme décrite comme étant responsable de la transformation enzymatique des 





Schéma 2. Biosynthèse des anthocyanidines. 
 











 ou encore Gingko biloba
38
). Les séquences polypeptidiques de la LDOX 
provenant de ces différentes plantes sont similaires de 48 à 78 %
39 
et ont permis de classifier 
la LDOX parmi les enzymes dioxygénases 2-oxoglutarate fer
II
 dépendantes.  
Dans la recherche du mécanisme d’action de la LDOX, la transformation in vitro de 
composés flavonoïdiques, autre que les leucoanthocyanidines, a été réalisée et étudiée. Ces 
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 ont montrés que la 
LDOX est capable de reconnaître un certain nombre de substrats flavonoïdiques différents, 
tels que la (2R,3S,4S)-leucocyanidine , la (2R,3S)-catéchine, la trans-dihydroquercétine ou 
encore la 2S-naringénine. Plus précisément, les travaux de Matern et al. ont mis en évidence 
la conversion de la (2R,3S)-catéchine, par la LDOX issue de Gerbera hybrida, en un produit 
très largement majoritaire (93 %), le dimère C4-C4 (10) de catéchine oxydée, accompagné 
d’une faible proportion de cyanidine (11) (7 %) et de traces de quercétine (12) (Schéma 3). 
Récemment, des résultats similaires ont également été décris par notre équipe avec la LDOX 
issue de Vitis vinifera.
46,47 
 
Schéma 3. Transformation de la (2R,3S)-catéchine par la LDOX issue de Gerbera hybrida en dimère de type C4-C4 (33). 
 
D’un point de vue mécanistique, dans le cas de la LDOX, la première étape implique la 
formation d’un complexe comprenant un atome de fer, les acides aminés histidine His-232 et 
His-288 et asparagine Asp-234 de l'enzyme, le 2-oxoglutarate (2-OG) et une molécule d'eau. 
L’arrivée du co-substrat dans le site actif provoque le départ de la molécule d’eau et l'addition 
de dioxygène. Ce dernier attaque la cétone du 2-oxoglutarate pour induire une décarboxylation 
oxydante qui fournit du succinate, du CO2 et un intermédiaire ferryle (Schéma 4).
42,44
 





Schéma 4. Complexation des enzymes dépendantes du fer (II) et du 2-OG avec leurs co-substrats. 
 
L’évidence biochimique du mécanisme oxydatif de la biotransformation des 
leucoanthocyanidines converties en anthocyanidines après acidification du milieu n’a été 
envisagée qu’avec les travaux de Saito et al.,31 et reste encore à clarifier, mais la première 
étape de ce processus est probablement l’hydroxylation stéréospécifique en position 3 du 
cycle central pyrane C menant au diol géminal en C3.
34,40
 La dernière étape impliquerait une 
déshydrogénation en position 2 et une déshydratation en C3/C4.
48
 Cependant, en présence de 
l’intermédiaire ferryle proposé ci-dessus, plusieurs mécanismes sont possibles, ainsi trois 
voies de transformation des leucoanthocyanidines en anthocyanidines impliquant des 
réactions d'hydroxylation et de déshydratation ont été proposées (Schéma 5).
41
 La voie A 
mettrait d'abord en jeu l'hydroxylation en position 2 pour former un intermédiaire flavan-
2,3,4-triol qui subirait ensuite une déshydratation en C3/C4 pour fournir une pseudobase. La 
voie B impliquerait en premier lieu une déshydratation en C3/C4 pour produire l'intermédiaire 
flav-3-èn-3-ol qui serait ensuite hydroxylé en position 2. La voie C comprendrait une 
hydroxylation en position 3 de la leucoanthocyanidine pour former le flavan-3,3,4-triol. 
L'obtention de l'intermédiaire flav-2-èn-3,4-diol après déshydratation impliquerait la création 
d'une insaturation en C2-C3. Ce flav-2-èn-3,4-diol subirait une isomérisation du groupe 
hydroxyle de C4 en C2 et de la double liaison pour produire une pseudobase.
31,43
 En milieu 
acide, la perte d'une molécule d'eau de cette pseudobase obtenue permettrait enfin l’accès à 
l'anthocyanidine (Schéma 5).  





Schéma 5. Mécanismes possibles pour la biotransformation des leucoanthocyanidines en anthcyanidines sous l’action 
de la LDOX. 
 
L’hypothèse d’une première étape de déshydratation semble la moins favorable car il n'existe 
aucune preuve de l'implication spécifique d'une déshydratase qui conduirait à une 
déshydratation en C3-C4 lors de ces transformations.
31,43
 La structure RX de la LDOX 
obtenue par l’équipe de Schofield,42 co-cristallisée en présence du fer, du 2-OG et de la 
dihydroquercétine (DHQ), démontre que l’hydroxylation s'effectuerait en position 3. Il 
semblerait donc que la voie C mène à la formation des anthocyanidines. Une hydroxylation en 
position 2 semble exclue puisque l’atome de fer réactif est trop éloigné de l'atome de carbone 
C2 de la trans-DHQ complexée aux co-substrats.  
 
In vivo, les anthocyanidines instables, produites par l’action de la LDOX sur les 
leucoanthocyanidines, sont transformées en anthocyanes stables par glycosylation de 
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légèrement acide. Ces pigments hydrosolubles sont produits dans le cytoplasme des cellules 
végétales puis stockés dans leurs vacuoles (Schéma 6).  
 
Schéma 6. Biosynthèse des anthocyanes. 
 
c. Formation des flavan-3-ols 
 
Les épimères (2R,3S) et (2R,3R) de flavan-3-ols seraient obtenus à partir de deux précurseurs 
distincts par l’action de deux enzymes différentes. 
Les flavan-3-ols de configuration (2R,3S) seraient obtenus à partir des leucoanthocyanidines 
par l’action de la leucoanthocyanidine réductase (LAR), tandis que les flavan-3-ols de 
configuration (2R,3R) seraient formés à partir des anthocyanidines par l’action de 
l’anthocyanidine réductase (ANR) (Schéma 7).26,49 
 
 
Schéma 7. Biosynthèse des flavan-3-ols. 
 
Dans la baie de raisin, comme dans d’autres plantes, deux gènes codant pour la LAR et un 
gène codant pour l’ANR ont été isolés.49 La structure cristallographique de la LAR et de 
l’ANR issues de Vitis vinifera, co-cristallisée avec ou sans le co-facteur NADPH et en 
présence de substrats flavonoïques, ainsi que le mécanisme catalytique de ces enzymes, n’ont 








d. Accès biosynthétique aux proanthocyanidines ou tannins condensés 
 
Les études non enzymatiques de la polymérisation des tannins condensés, réalisées in vitro 
suggèrent que la première étape de ce processus consiste en l’attaque du carbone électrophile 
en position 4 d’une leucoanthocyanidine par le site nucléophile en position 8 d’un flavan-3-ol 
pour former le dimère initial. La polymérisation se poursuit ensuite par l’addition de sous-
unités d’extension de type leucoanthocyanidines, selon la même stratégie de couplage C4-
C8.
52
 Cependant, dans la plupart des plantes, les unités d’extension prédominantes53 
possèdent la stéréochimie 2,3-cis, or les leucoanthocyanidines sont 2,3-trans. De plus, des 
différences de composition des proanthocyanidines et le nombre d’unités monomériques sont 
notables au sein des différents tissus, et pendant le développement du tissu.
52,54
 Il semble donc 
que ce modèle in vitro présente certaines limites. 
 
Bien que des progrès majeurs aient été réalisés dans le domaine de l’élucidation de la 
biosynthèse des flavonoïdes, aucune preuve n’a été, à ce jour, clairement apportée pour 
déterminer l’implication ou non d’une enzyme dans l’étape finale de la polymérisation des 
proanthocyanidines. 
 
Le débat concernant le processus enzymatique ou non enzymatique pour la formation des 
proanthocyanidines reste donc ouvert.  
 
III. Objectif et stratégie 
 
1. Contexte et techniques disponibles 
 
L’étude de la biogénèse des anthocyanes et des tannins condensés, ou proanthocyanidines, fait 
l’objet de nombreux travaux notamment chez la vigne. L’analyse des enzymes intervenant 
dans cette biosynthèse peut être abordée selon deux angles différents : 
- En partant d’une analyse génomique : par la connaissance de l’intégralité du génome de 
Vitis vinifera et en déterminant quel gène code pour quelle protéine et quels sont les 
facteurs intervenant dans l’activation ou l’inactivation de ces gènes.27,49,55 
- Soit en partant d’une analyse protéomique : en étudiant les protéines de Vitis vinifera 
présentes à différents stades de l’évolution des baies de raisin et en essayant de visualiser 
l’apparition ou la disparition de certaines d’entre elles à ces différents stades.56,57 




Après une brève présentation du principe d’analyse génomique, une description plus détaillée 
de l’analyse protéomique, constituant la base de nos travaux, sera effectuée. Par la suite, une 
technique d’aide à la protéomique : la protéomique chimique, sera développée. Ce domaine, 
dans lequel s’inscrivent les travaux de recherche présentés dans cette thèse, a pour but de 
simplifier les protéomes étudiés par l’utilisation d’outils moléculaires issus de la chimie 
organique.   
 
a. L’analyse génomique 
 
Le terme «génomique» a été proposé en 1986 par Thomas Roderick pour décrire la discipline 
scientifique qui consiste à cartographier, séquencer et analyser les génomes (contenus dans 
l’ADN des cellules).58 L’objectif de cette technique est d’établir la composition du génome 
par l’analyse des séquences en acides nucléiques, le nombre de gènes et leurs positions sur les 
chromosomes. Elle a aussi pour but de déterminer le niveau d’expression des gènes ainsi que 
leurs fonctions et leur variabilité.  
Le séquençage complet d’un nombre de plus en plus important de génomes d’organismes 
vivants, procaryotes et eucaryotes, a été réalisé ces dernières années.
59,60
 La disponibilité de 
ces génomes et la mise en relation gène/protéine a permis une meilleure compréhension de la 
dynamique cellulaire, ainsi que de l’évolution des organismes. Cependant les mécanismes de 
fonctionnement cellulaire ne reposent pas seulement sur la relation gène/protéine. En effet, les 
protéines, produites lors de la transcription des gènes, peuvent subir des modifications post-
traductionnelles, interagir entre elles ou encore être activées ou inactivées par des petites 
molécules bioactives. Les informations issues de l’analyse génomique ne sont alors pas 
suffisantes pour comprendre ce type de phénomènes. Ces informations ont pu être apportées 
par une technique complémentaire à la génomique : la protéomique. 
 
b. L’analyse protéomique 
 
Le protéome, contrairement au génome, n’est en aucun cas une entité figée mais bel et bien un 
ensemble dynamique. Un seul génome peut, en effet, conduire à différents protéomes.
61
 Le 
type de protéines exprimées, leur abondance et leur état de modification dépendent de l’état 
physiologique de la cellule ou du tissu étudié à un instant donné. Le protéome est donc défini 
comme étant l’ensemble des protéines exprimées dans une cellule à cet instant.62 L’étude de 
ces différents protéomes est nommée protéomique et elle est associée à un outil 




indispensable : la spectrométrie de masse (MS). Cette discipline a été reconnue par 
l’attribution, en 2002, du prix Nobel de Chimie à John B. Fenn et Koichi Tanaka pour leurs 
travaux d’ionisation et d’étude des macromolécules (notamment des protéines et des peptides) 
par spectrométrie de masse et à Kurt Wüthrich pour ses travaux d’étude de macromolécules 
biologiques en solution par RMN.
63
 L’analyse protéomique est possible de par la disponibilité 
des gènes et de leurs séquences répertoriées dans des bases de données, comme c’est le cas 
pour Vitis vinifera dont le séquençage complet est disponible depuis 2007.
64 
 
2. Description de l’analyse protéomique 
 
Les méthodologies mises en œuvre pour l’analyse du protéome peuvent être séparées en deux 
courants :  
- L’analyse dite « top-down » : dans ce cas, après séparation des protéines, celle-ci seront 
étudiées sans digestion enzymatique préalable.
65
 Certaines études ont permis d’identifier 
jusqu’à 1000 protéines provenant d’échantillons complexes.66 
- L’analyse dite « bottom-up » : ici la caractérisation des protéines se fait via l’analyse des 
peptides issus de leur digestion enzymatique. Cette méthode est l’approche la plus 
classique pour l’identification de protéines dans un mélange complexe.67 
Dans nos travaux, nous nous intéresseront seulement à l’approche « bottom-up ». 
 
a. Principe de l’analyse « Bottom-up » 
 
Cette analyse peut être schématiquement divisée en plusieurs étapes décrites ci-après (Figure 15) : 





Figure 15. Principe général de la protéomique appliquée à l’étude de la vigne. 
 
 Extraction des protéines 
 
En pratique, la première étape de l’analyse protéomique consiste généralement à extraire les 
protéines d’un échantillon biologique (population cellulaire ou tissu). Cette extraction peut 
être dénaturante, seule la structure primaire des protéines est conservée, ou non dénaturante, 
dans le cas où la structure tertiaire des protéines et/ou les interactions entre les protéines et 
différentes molécules sont étudiées. Cette étape est cruciale : une mauvaise extraction peut 
conduire à la dégradation des protéines et compliquer, voire rendre impossible, 
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 Séparation des protéines 
 
De façon classique, les protéines extraites seront séparées par des techniques d’électrophorèse 
(capillaire, sur gel SDS-PAGE mono- (E1D) ou bidimensionnel (E2D)) et/ou des techniques 
de chromatographie (LC). La technique la plus couramment utilisée est l’électrophorèse sur 
gel à deux dimensions ou électrophorèse bidimensionnelle.  
 
 Digestion  
 
Ces protéines ou fractions de protéines isolées sont ensuite digérées en peptides à l’aide de 
protéases, le plus souvent la trypsine. Les protéases ont des sites de coupure préférentiels, par 
exemple la trypsine coupe au niveau C-terminal des résidus lysines ou arginines.  
 
 Analyse des peptides  
 
Les peptides générés de tailles spécifiques vont alors être analysés par spectrométrie de masse 
(MALDI-TOF ou LC-MS). Ici, deux types d’analyses peuvent être sollicitées : une simple 
analyse MS dite de cartographie peptidique, appelée également « mass fingerprint »,
68
 et/ou 
une analyse MS en tandem dite MS/MS.
69
 Cette dernière, en plus de déterminer la masse des 
peptides analysés, va permettre d’obtenir leur séquence en acides aminés apportant ainsi des 
informations complémentaires et augmentant la fiabilité de l’identification des protéines. 
Dans le cas de mélanges complexes, cette approche est la plus appropriée. 
 
 Identification des protéines 
 
A ce stade, les données expérimentales issues de l’analyse des peptides par spectrométrie de 
masse vont être comparées aux données obtenues « in silico » à l’aide d’outils bio-
informatiques. Lorsque le génome d’une espèce est disponible, une étude « in silico » va être 
réalisée. Tout d’abord une transcription virtuelle va être effectuée afin d’obtenir une base de 
donnée dans laquelle toutes les protéines potentiellement produites par l’organisme étudié 
vont être répertoriées. La recherche dans ces bases de données se fait par l’intermédiaire 
d’algorithmes commerciaux ou libres d’accés comme par exemple MASCOT 
(http://www.matrixscience.com/). Cependant, il est important de noter que l’étape 
d’identification des protéines ne permet pas d’en connaitre leurs fonctions.  




 Détermination de la fonction des protéines identifiées 
 
Ici encore, la bio-informatique occupe une place de choix. Lorsque la fonction d’une protéine 
est déterminée par des analyses in vitro ou in vivo, les informations obtenues vont être 
ajoutées aux bases de données protéiques. Nous parlerons ici d’annotation des protéines. Les 
séquences des protéines obtenues lors de l’identification des protéines vont être comparées 
aux séquences répertoriées dans les bases de données par alignement de séquence : c’est la 
technique de « basic local alignment search tool » ou BLAST.
70
 Cette recherche se fait par 
l’intermédiaire de programmes disponibles en ligne sur NCBI 
(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) ou UniProt (http://www.uniprot.org/blast/). 
L’annotation des protéines étudiées se fait par homologie de séquence notée en pourcentage. 
Plus ce pourcentage est élevé, plus l’annotation de la protéine sera fiable.         
 
b. Analyse sans séparation préalable des protéines ou analyse par « Shotgun » 
 
Cette méthode d’analyse est une variante de la stratégie décrite ci-dessus. La différence réside 
dans l’absence de séparation préalable des protéines avant leur digestion et leur analyse par 
SM.
67,71
 L’utilisation de la technique par « shotgun » a été rendue possible grâce aux 
évolutions de la spectrométrie de masse. Ces avancées ont eu comme moteur les innovations 
effectuées dans le domaine de la mécanique, de l’électronique et de l’informatique permettant 
le développement de spectromètres de masse toujours plus performants. Nous mentionnerons, 
notamment, l’apparition des analyseurs de masse de type Orbitrap qui ont significativement 
amélioré la sensibilité des analyses protéomiques.
72
 Dans un premier temps les protéines vont 
être extraites du matériel biologique étudié. Si le tampon d’extraction est compatible avec 
l’analyse de masse, les protéines seront digérées directement en solution et le mélange 
peptique obtenu sera analysé par LC-MS/MS. Si le tampon d’extraction n’est pas compatible 
avec l’analyse de masse ou qu’il n’est pas dialysable, une étape de migration courte sur gel 
d’électrophorèse 1D permet d’éliminer la plupart des constituants préjudiciables à l’analyse 










3. La protéomique appliquée à l’étude des protéomes de Vitis vinifera  
 
Ces dernières années, et particulièrement depuis le séquençage complet du génome de Vitis en 
2007,
64
 les études de protéomique menées chez Vitis vinifera ont permis l’identification et 
l’étude d’un certain  nombre de protéines présentes à différents stades de développement de la 
baie de raisin. Ces études ont été menées aussi bien sur la pellicule que sur la pulpe des 
baies.
73,74 
Dans le cas de l’étude de la biosynthèse des anthocyanes et des proanthocyanidines, les 
analyses protéomiques sont concentrées sur les protéines présentes dans la peau des baies de 
raisin. En effet, comme décrit précédemment, ces composés polyphénoliques sont 
essentiellement localisés dans ce tissu. Cependant, il faut noter que la présence de ces 
molécules, ainsi que celle d’autres métabolites secondaires tels que les terpènes, peuvent 
gêner l’analyse par électrophorèse bidimensionnelle. En effet, la présence de tels composés 
dans les extraits entraîne la formation de stries horizontales et verticales, réduisant ainsi la 
résolution du nombre de spots distincts (Figure 16).
75 
 
Figure 16. Exemple d’analyse par E2D effectuée sur des extraits issus de peau de baies de raisin issues de Vitis vinifera 
cv. Barbera.75 
 
Malgré ces difficultés, un certain nombre d’analyses protéomiques ont été conduites sur la 
pellicule des baies de raisin avec succès. Nous citerons notamment les travaux décrits par 
Gény et al.
55
 dans lesquels une extraction performante des protéines contenues dans la 
pellicule de baies de raisin issues de Vitis vinifera cv. Cabernet Sauvignon est utilisée. Cette 
méthode a été appliquée à différents stades du développement de ces baies de raisin afin de 
suivre et de comparer la composition de ces protéomes lors de l’évolution des baies. Après 
extraction des protéines à l’aide d’un protocole dénaturant, ces dernières sont séparées par 
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électrophorèse à deux dimensions. Elles apparaissent sur le gel sous forme de taches appelées 
« spots ». Chaque spot pourra représenter une ou plusieurs protéines. Selon un certain nombre 
de critère établis, différents spots seront ensuite sélectionnés, découpés et les protéines 
présentes sont digérées afin d’être analysées par spectrométrie de masse LC-MS/MS. A titre 
d’exemple, plus de 700 spots ont pu être détectés sur le gel d’électrophorèse 2D 
correspondant aux protéines extraites de la peau des baies de raisin à maturité (Figure 17). 
 
 
Figure 17. Exemple de gel d’E2D obtenus à partir d’extraits bruts de protéines issus de la pellicule de baies de raisin à 
maturité.55 
 
Cette même analyse a été effectuée à trois stades représentatifs de l’évolution des baies : 10 % 
véraison, fin véraison et à maturité. La surexpression d’enzymes à ces différents stades a ainsi 
pu être observée par l’analyse comparative des gels d’électrophorèse. Il a ainsi été mis en 
évidence que parmi les protéines surexprimées au stade fin-véraison, certaines sont 
impliquées dans la voie de biosynthèse des anthocyanes et des proanthocyanidines : la LDOX, 
une F3H et deux isoformes de CHS et d’UDP ou flavonoïde 3-O-glycosyltransférase. 
 
Très récemment, une étude protéomique a été réalisée par Niu et al.
76
 pour déterminer 
l’influence de la lumière sur l’expression des protéines de la voie de biosynthèse des 
anthocyanes. Dans cette étude, les protéines sont extraites de la pellicule de baies de raisin 
issues de Vitis vinifera cv. Jingxiu à mi-véraison (environ 50 % véraison). Cette extraction est 
effectuée à l’aide d’un protocole dénaturant. Les protéines extraites sont également séparées 
sur gel d’électrophorèse 2D. Lors de cette analyse de 1000 à 1500 spots ont été détectés sur 
les gels d’électrophorèse (Figure 18).  





Figure 18. Analyse par E2D des protéines extraites des pellicules des baies de raisin issues de Vitis vinifera cv. Jingxiu 
au stade mi-véraison.76 A gauche se trouve un exemple de gel E2D obtenu à partir des baies exposées à la lumière. Sur la 
droite se trouve un exemple de gel E2D obtenu à partir des baies gardées à l’abri de la lumière. 
 
L’analyse comparative des gels d’électrophorèse, effectués sur les protéines extraites des 
baies exposées ou non à la lumière, a permis de mettre en évidence un changement significatif 
de l’intensité de 96 spots. Ces spots ont été sélectionnés et incisés. Les protéines présentes ont 
ensuite été digérées afin d’être analysées par spectrométrie de masse LC-MS/MS. Grâce à 
cette analyse, 72 protéines ont pu être identifiées. Sur ces 72 protéines, 35 sont sous-
exprimées dans les baies gardées à l’abri de la lumière alors que 37 sont surexprimées. Parmi 
les protéines sous-exprimées, 2 isoformes d’UGP ou flavonoïde 3-O-glycosyltransférase ont 
pu être identifiées. Cependant, il est à noter qu’aucune autre protéine de la voie de 
biosynthèse des flavonoïdes n’a été vue comme étant sous- ou surexprimée. Ceci est assez 
étonnant compte tenu du fait que les glycosyltransférases ne sont que les dernières enzymes 
impliquées dans la formation des anthocyanes. Ce résultat provient-il du fait que l’expression 
de ces enzymes n’est pas influencée par la lumière ou est-il dû au fait que ces variations 
d’expression pourrait être masquées par la présence de contaminants lors de cette analyse ?   
 
L’identification des protéines issues de Vitis vinifera à l’aide d’analyses protéomiques 
classiques a donc démontré son efficacité face à la complexité du protéome de la pellicule des 
baies de raisin. Il n’en demeure pas moins que ces études, longues et fastidieuses, possèdent 
leurs limites. Devant le nombre important de spots présents sur les gels, des choix doivent être 
faits et tous les spots ne seront pas analysés. Seuls les spots dont l’intensité est 
significativement modifiée entre les différents gels obtenus lors des analyses sont pris en 
compte. De plus, comme nous pouvons le voir sur tous les gels 2D cités en exemple, des 
stries, dues à la présence de composants parasites, empêchent une bonne visibilité de la 




totalité des spots présents. Tout ceci conduit à une perte d’information et il est possible de 
passer à côté de protéines d’intérêt.  
Ces mélanges complexes difficiles à analyser par des études de protéomiques classiques 
peuvent être simplifiés à l’aide d’outils issus de la protéomique chimie. Le principe repose sur 
l’utilisation de petites molécules capables de reconnaitre des protéines spécifiques dans un 
mélange complexe.  
 
4. Protéomique chimique 
 
Le terme « protéomique chimique » se réfère à un domaine de recherche multidisciplinaire 
utilisant des techniques de chimie, biochimie, biologie, protéomique et d’informatique.77 Elle 
permet l’étude des protéomes à l’aide de molécules issues de la chimie organique. Cette étude 
repose sur l’affinité des molécules chimiques synthétisées, appelées sondes, pour les protéines 
à étudier. Elle peut être appliquée à la compréhension de mécanismes cellulaires, dans ce cas 
les sondes pourront être, par exemple, des marqueurs fluorescents utilisés pour la localisation 
de protéines cibles à l’intérieur d’une cellule, ou pour l’étude d’interactions petites molécules 
bioactives/protéines (visualisation du site de fixation de molécules bioactives sur une protéine 
d’intérêt ou recherche de protéines ciblées par la sonde dans un protéome). La protéomique 
chimique permet la simplification des protéomes étudiés et l’enrichissement en protéines 
d’intérêt dans un extrait brut de protéines. En lien avec cette discipline, deux outils majeurs 
ont été développés ces dernières années : les colonnes d’affinité pour lesquelles les sondes 
d’affinités seront greffées sur support solide78 et la technologie d’ « activity-based protein 
profiling » (ABPP) dans laquelle les sondes, conçues pour cibler le site actif des protéines 
d’intérêt, sont utilisées en solution.79,80  
 
a. Travaux précédents : colonnes d’affinité, avantages et inconvénients 
 
La technique qui utilise les colonnes d’affinité, appelées également matrices d’affinité, se 
nomme la chromatographie d’affinité. Le principe sur lequel elle fonctionne est celui de 
l’affinité entre une protéine, ou un groupe de protéines, cible(s) et une petite molécule appelée 
ligand. Ce ligand peut être d’origine naturelle ou synthétique. Il va être modifié par voie 
chimique afin d’être greffé sur un support solide, par exemple une résine. Cet ensemble 
support solide-ligand greffé constitue ainsi la matrice d’affinité. Le mélange de protéines à 
simplifier va ensuite être mis en présence de la matrice d’affinité. La ou les protéine(s) ayant 




une affinité pour la matrice vont être retenues par celle-ci, les protéines n’ayant pas d’affinité 
pour la matrice seront éliminées par des lavages successifs. La ou les protéine(s) cibles seront 
finalement éluées de la matrice et analysées par spectrométrie de masse. 
 
Afin de simplifier les mélanges de protéines issus de Vitis vinifera pour ne cibler que les 
protéines intervenant dans les dernières étapes de la biosynthèse des flavonoïdes, les 
précédents travaux effectués au laboratoire concernaient le développement d’une résine sur 
laquelle sont greffés les trois précurseurs présumés des anthocyanes et des 
proanthocyanidines : la (2R,3S)-catéchine (13), la (2R,3R)-épicatéchine (14) et la (2R,3S,4S)-
leucocyanidine (15) (Figure 19). 
 
 
Figure 19. Principe de la chromatographie d’affinité et précurseurs supposés des anthocyanines et proanthocyanidines. 
 
Un premier projet de thèse, mené par le Dr Sophie Gaudrel, a permis l’accès à la première 
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Figure 20. Résine amino-PEGA supportant des leucoanthocyanidines, précurseur supposé des anthocyanes et 
proanthocyanidines développées par le Dr S. Gaudrel. 
 
Un deuxième projet de thèse, mené par le Dr Céline Chalumeau,
46,47
 a tout d’abord permis 
l’obtention de deux résines (2R,3S)-catéchine (17) et (2R,3R)-épicatéchine (18) greffées par 
leur cycle B et de deux résines (2R,3S)-catéchine (19) et (2R,3R)-épicatéchine (20) greffées 
par leur cycle A (Figure 21).  La validation de ces résines a été entreprise via deux protocoles 
de reconnaissance impliquant une enzyme clé de la voie de biosynthèse des flavonoïdes : la 
LDOX. 
 
Figure 21. Résine amino-PEGA supportant des précurseurs des anthocyanes et proanthocyanidines développées par 
le Dr C. Chalumeau. 
 
Dans un premier cas, le maintien de l’activité de cette dernière vis-à-vis des flavanols 
modifiés chimiquement sur leurs cycles A ou B a été testé avant leurs greffages sur la résine 
PEGA. Il s’est avéré que seule la (2R,3S)-catéchine modifiée sur son cycle A été transformée 
par la LDOX. 
Dans un deuxième cas, le maintien de l’affinité de cette protéine vis-à-vis des résines greffées 
17, 19 et 20 a été évalué en incubant la LDOX avec les résines. Le résultat de cette étude a été 
visualisé par gel SDS-PAGE (Figure 22). 
 





Figure 22. Analyse par SDS-PAGE démontrant l’affinité sélective de la LDOX issue de Vitis vinifera pour les flavan-3-ols 19 
et 20. 
 
Ces travaux ont permis de mettre en évidence que la LDOX était capable de reconnaitre la 
(2R,3S)-catéchine et la (2R,3R)-épicatéchine lorsque celles-ci étaient greffées via leur cycle A 
aux résines. Il a notamment été mis en évidence l’importance des fonctions phénols de ces 
molécules. En effet, il a été démontré que ces groupements étaient nécessaires à 
l’établissement de liaisons hydrogènes au sein du site actif de la LDOX, permettant aux 





Cependant, la technique de chromatographie d’affinité utilisée comporte certaines limites : les 
résultats positifs obtenus par le Dr. C. Chalumeau nécessitent une quantité et une 
concentration importantes de protéine partiellement purifiée (400 µg utilisés à une 
concentration finale lors des tests d’affinité de 9 µM). Or ces quantités ne sont pas 
compatibles avec les faibles quantités de protéines présentes dans les extraits bruts de 
protéines issues de Vitis vinifera. De plus, il est nécessaire que les protéines et/ou les 
complexes de protéines diffusent bien dans la résine (notion de « cut off »). Des protéines, 
dont la masse moléculaire est supérieur au « cut off » de la résine, n’atteindront pas les 
ligands greffés et ne seront donc pas retenues par la matrice d’affinité. Enfin, les protéines 
d’intérêt sont liées aux substrats greffés par des interactions non covalentes. Or le lavage de la 
colonne peut entrainer le décrochage des protéines si leur affinité pour le substrat est trop 
faible. Il peut être délicat de trouver un protocole suffisamment efficace pour éliminer les 




































La technologie émergeante de protéomique chimique appelée « activity-based protein 
profiling » ou ABPP, nous permettrait de s’affranchir d’une partie de ces différentes limites.  
 
b. L’ABPP : description de la technique et applications 
 
Développée dans les années 90 par J. C. Powers,
83
 la technologie ABPP va rapidement être 
utilisée par, notamment, les équipes de B. Cravatt
79,84-86
 ou encore de M. Bogyo.
87-89
 L’ABPP 
est une technique basée sur l’utilisation de molécules interactives, appelées sondes, capables 
de reconnaitre une ou plusieurs protéines d’intérêt, d’établir une liaison covalente avec celles-
ci et qui comportent une unité permettant l’isolement ou la localisation de la protéine ciblée 




c. Schéma général des sondes ABPP 
 
Ces sondes sont, généralement, composées de trois éléments fondamentaux : une fonction 
d’affinité, capable de reconnaitre la ou les protéine(s) ciblée(s), une fonction de réactivité, qui 
permet de former un lien covalent avec la ou les protéine(s) ciblée(s) et une fonction de 
détection et/ou purification ou « tag », afin de faciliter la purification ou la détection des 
protéines. Ces trois éléments sont réunis par une chaine de liaison ou « linker », plus ou moins 
longue (Figure 23). 
 
 
Figure 23. Structure des sondes ABPP. 
 
 La fonction d’affinité 
 
Cette fonction est celle qui va reconnaitre la protéine d’intérêt et se loger au sein de son site 





 Il peut, par exemple, s’agir de peptides,92 de médicaments93 ou 













 La fonction réactive 
 
Cette fonction est celle qui va permettre d’établir un lien covalent entre la sonde et la protéine. 
Afin que ce lien puisse s’établir au moment voulu, cette fonction doit être activée par un 
stimulus extérieur. Nous citerons comme exemple les fonctions activables sous irradiation 
UV, appelées également fonctions photoactivables (benzophénone, azoture d’aryle, 





 La fonction de détection/purification 
 
Cette fonction a pour but de repérer de façon simple et efficace le complexe protéine/sonde 
dans un mélange de protéines afin de faciliter son analyse. Les fonctions de 
détection/purification les plus couramment utilisées sont la biotine, détectée par Western blot 
sur un gel SDS-PAGE et purifiée à l’aide de billes recouvertes d’avidine ou streptavidine 
(KD ≈ 10
-15 
M), et les dérivés de la rhodamine, détectés par fluorescence sur les gels 1D ou 2D 







 L’espaceur polyfonctionnel 
 
Cet espaceur permet de lier les différentes fonctions de la sonde entre elles. Afin d’assurer 
une bonne solubilité de la sonde dans les milieux biologiques aqueux, l’espaceur se doit d’être 
hydrophile. Pour cela, une chaine polyéthylène glycol (PEG) est habituellement utilisée. Des 
ramifications alkyles peuvent être ajoutées afin de faciliter la fixation des différentes 
fonctions. L’espaceur et ces ramifications doivent être choisis avec attention afin que la 
fonction d’affinité et la fonction réactive ne soit ni trop proches (gêne stérique) ni trop 
éloignées (perte d’efficacité de la sonde) l’une de l’autre.80,95,98 La fonction de 
détection/purification doit être éloignée de ces deux dernières afin de ne pas interagir avec 
celles-ci.  
 
d. Principe des sondes ABPP 
 
Le principe de cette protéomique chimique, décrit schématiquement ci-après (Figure 24), est 
basé sur les étapes suivantes : 




1.  La sonde est mise à incuber avec un extrait protéique. Au cours de cette étape, la ou les 
protéine(s) d’intérêt vont interagir de façon réversible avec la fonction d’affinité de la 
sonde.  
2. La fonction réactive, située à proximité de la fonction d’affinité, va alors être activée 
dans des conditions adéquates, par exemple sous irradiation lumineuse dans le cas d’une 
fonction photoréactive. Cette fonction va ainsi pouvoir former un lien covalent avec la 
protéine. 
4. Le mélange va être enrichi en protéines ainsi « étiquetées » à l’aide de la fonction de 
détection/purification. 
5. Les protéines capturées sont séparées par une électrophorèse sur gel de polyacrylamide 
en présence de dodécylsulfate de sodium (SDS-PAGE). Le gel est ensuite incisé, une 
digestion dans le gel est effectuée et les peptides générés sont extraits puis analysés par 
spectrométrie de masse. Le mélange de peptides étiquetés et non-étiquetés obtenu permet 
l’identification de la ou des protéine(s) cible(s).    
 
 
Figure 24. Schéma illustrant la méthodologie des sondes ABPP. 
 
Cette méthodologie a été utilisée pour l’étude d’interactions entre des protéines d’intérêt et 
des ligands bioactifs avec succès.
79
 Plusieurs exemples ont été décrits dans la littérature, 
notamment avec des molécules naturelles comme fonctions d’affinité.99,100 Nous citerons ici 














Dans le premier travail décrit par Wirsing et al.,
101 
la technologie ABPP est appliquée à la 
capture de méthyltransférases dans des extraits bruts de protéines issus de fleur d’Arabidopsis 
Thaliana. La sonde 21 utilisée comporte une biotine comme fonction de 
détection/purification, un azoture d’aryle comme fonction réactive et une adénosyl-
homocystéine comme fonction d’affinité (Figure 25). Ici, l’activation de l’azoture d’aryle 
sous irradiation UV entraine la formation d’un biradical nitrène. Ce dernier va assurer la 
formation du lien covalent entre la sonde et la ou les protéine(s) retenues par la sonde. 
 
 
Figure 25. Structure de la sonde d’affinité 21. 
 
L’utilisation de cette sonde a permis d’identifier trois méthyltransférases à partir de 200 µg 
d’extrait brut protéique avec une couverture de séquence pouvant aller jusqu’à 42 %. Il faut 
préciser que l’observation de ces protéines n’avait pas pu être réalisée à l’aide d’une approche 
protéomique classique. 
Dans le second travail décrit par Taylor et al.,
102
 un flavonoïde, la quercétine, est utilisé 
comme fonction d’affinité. La stratégie ABPP est ici appliquée afin d’identifier quelles sont 
les enzymes présentant une affinité pour la quercétine dans des cellules immortalisées de 
lymphocytes humains (Jurkat cells). La sonde 22 utilisée est une sonde simplifiée, sur laquelle 
la fonction réactive et la fonction d’affinité sont assurées par une seule molécule, ici la 
quercétine. L’activation de celle-ci sous irradiation UV permet d’assurer la formation du lien 















Figure 26. Structure de la sonde d’affinité 22. 
 
La capacité de cette sonde à capturer des protéines d’intérêt a tout d’abord été mise en 
évidence par la rétention d’une kinase (casein kinase II, CK2), connue pour son affinité avec 
la quercétine, en présence d’ATP. Une faible quantité de cette protéine (4 µg) est suffisante 
pour observer cette capture sur gel SDS-PAGE. Enfin, l’utilisation de cette sonde avec des 
extraits de protéines issus de cellules immortalisées (Jurkat cells) a permis la mise en 
évidence de plusieurs cibles potentielles de la quercétine. Cependant, certaines protéines, telle 
que la casein kinase II, connues pour interagir avec la quercétine n’ont pu être détectés dans 
les mélanges après capture. 
 
Compte tenu de cette analyse bibliographique, la stratégie envisagée par notre équipe dans le 
cadre de mes travaux de thèse repose sur la conception de sondes d’affinités supportant des 
flavonols comme fonction d’affinité. Les flavonols choisis pour cette étude sont ceux 
impliqués dans les dernières étapes de la biosynthèse des flavonoïdes et présentés comme 
étant les unités monomériques des proanthocyanidines à savoir : la (2R,3S)-catéchine, la 
(2R,3R)-épicatéchine et la (2R,3S,4S)-leucocyanidine. 
Les flavanols utilisés comportent un motif catéchol dans leur structure. Ce motif pouvant être 
utilisé comme fonction réactive, deux types de sondes ont été réalisés (Figure 27): 
- des sondes de type A simplifiées et originales de part leur conception, pour lesquelles les 
flavanols font à la fois office de fonction réactive et d’affinité. Les flavanols sont liés à la 
biotine, utilisée comme fonction de détection/purification, par une chaine polyéthylène 
glycol (PEG). 
- des sondes de type B plus classiques, pour lesquelles un azoture d’aryle est utilisé 
comme fonction réactive, les flavanols comme fonction d’affinité et la biotine comme 
fonction de détection/purification. C’est trois fonctions sont liées entre elles par une 













Figure 27. Représentation schématique des sondes réalisées au laboratoire. 
 
La validation de ces sondes a été effectuée à l’aide d’une enzyme clé de la voie de 
biosynthèse des flavonoïdes : la LDOX. Cette enzyme est particulièrement intéressante car en 
plus d’être capable de convertir les leucoanthocyanidines en anthocyanidines colorées, elle 
peut également transformer la (2R,3S)-catéchine en dimère de type C4-C4, alors qu’elle se 
montre inefficace vis-à-vis de son épimère la (2R,3R)-épicatéchine. Toutefois, les précédents 
travaux effectués au laboratoire ont montré que la LDOX était capable de reconnaitre à la fois 
la (2R,3S)-catéchine et la (2R,3R)-épicatéchine, bien que cette dernière ne soit pas 
transformée.   
Une fois la validation de nos sondes effectuée, les tests de capture ont été appliqués à des 
extraits complexes issus de baies de raisin de Vitis vinifera cv. Cabernet Sauvignon à 
différents stades de développement.  
 
Le prochain chapitre de ce manuscrit sera consacré, après une courte introduction 
bibliographique, à la modification des unités flavanoïques ainsi qu’à la synthèse des sondes de 
type A. Puis, nous décrirons les différentes études réalisées pour la validation de ces sondes. 
Une dernière partie sera dédiée aux essais réalisés afin de tenter de visualiser le site de 






Sonde de type A




CHAPITRE 2 : 
Développement de sondes 
activables par oxydation 
chimique : sondes A 




Dans un premier temps nous avons choisi de développer des sondes trifonctionnelles 
simplifiées comportant un flavanol comme fonction d’affinité et de réactivité associé à une 
biotine comme fonction de purification. Nous remarquerons que les flavanols présentent une 
fonction intéressante, un catéchol, capable, sous oxydation, de former une ortho-quinone 
électrophile susceptible de réagir avec des résidus nucléophiles comportant des fonctions thiol 
ou amine. Nous avons donc utilisé la réactivité intrinsèque de nos fonctions d’affinité pour 
réaliser un type de sonde particulier, que nous appellerons sondes A, où la fonction d’affinité 
est également utilisée comme fonction réactive.  
Dans ce chapitre après avoir décrit le mécanisme d’oxydation des flavanols et leur capacité à 
capturer des nucléophiles, nous présenterons un bref aperçu des sondes activables par 
oxydation décrites dans la littérature. Puis, dans une partie synthèse, nous décrirons la 
modification des flavanols sélectionnés et la réalisation des sondes d’affinité A. Enfin, dans 
une troisième partie nous détaillerons l’application de ces sondes à la capture de nucléophiles 




1. Oxydation des flavanols et interactions avec les nucléophiles 
 
Dans la littérature, les flavonoïdes sont connus pour leurs propriétés anti-cancéreuses, anti-
inflammatoires ou encore anti-virales. Ces propriétés sont dues à leur capacité d’inhiber un 
certain nombre d’enzymes mais aussi à leur puissante activité anti-oxydante.28 Cette dernière 
a également un intérêt dans le processus du vieillissement du vin et notamment dans l’impact 
que peuvent avoir ces flavonoïdes sur les autres constituants du vin.
103
 
De nombreuses études ont été menées afin de mieux comprendre les mécanismes qui 
confèrent aux flavonoïdes leurs propriétés. Il a été mis en évidence que la réactivité des 
flavonoïdes est en grande partie liée à leurs fonctions phénols qui présentent un caractère 
légèrement acide (pKa ≈ 10). La force de cette acidité varie en fonction de la nature et de la 
position des substituants sur le noyau aromatique. Dans le cas d’un noyau de type catéchol, la 
présence d’un deuxième groupement hydroxyle en position ortho entraine une augmentation 
du caractère acide de chaque hydroxyle de ce noyau (pKa ≈ 9,5).104 Ces groupements 
hydroxyles augmentent la densité électronique de ces composés phénoliques et les rendent 
sensibles à l’oxydation.28 La mesure des potentiels standards d’oxydation permet de vérifier 
cette hypothèse. En effet, la valeur de ce potentiel est un des facteurs qui permettent de 




déterminer la facilité avec laquelle un composé sera oxydé. Dans le cas de la catéchine, ce 
potentiel est de 0,57 V à pH 7, soit une valeur comparable au potentiel de réduction standard 
de l’α-tocophérol (0,48 V à pH 7) l’antioxydant de référence.105,106 Le processus de 
déshydrogénation oxydante de ce type de composé implique la perte de deux électrons et de 
deux H
+
 et entraine la formation d’un intermédiaire réactif : une ortho-quinone. Cet 
intermédiaire va alors pouvoir intervenir comme (hétéro)diène, ou diénophile, dans des 
réactions de cycloaddition de type Diels-Alder ou comme électrophile dans des réactions 
d’addition nucléophile (Schéma 8).28,107 
 
 
Schéma 8. Réactivité du groupement catéchol sous oxydation et exemples de réactions d’addition. 
 
Dans la littérature, de nombreuses études sont parues concernant l’addition de différents types 
de nucléophiles sur divers flavonoïdes en conditions oxydantes.
108-114 
Parmi toutes ces 
additions nucléophiles possibles, celle de dérivés thiolés sur les flavonoïdes en milieu oxydant 
est la plus étudiée. Nous citerons les travaux réalisés par M. Nikolantonaki et al. portant sur 
l’interaction entre des polyphénols modèles, tels que la (2R,3S)-catéchine (13), la (R,3R)-
épicatéchine (14) et l’acide caftarique (21), et un thiol primaire d’intérêt œnologique : le 3-
sulfanylhexan-1-ol (3-SH, 22) contribuant à l’odeur fruitée dans les vins jeunes (Figure 28).111 
 
 






Figure 28. Polyphénols et thiols volatiles d’intérêt œnologique. 
 
Ces travaux ont permis de mettre en évidence la formation d’adduits non-odorants entre ces 
différents composés. Ici, l’oxydation des polyphénols a été réalisée de deux façons, à l’aide 
d’un extrait enzymatique ou à l’aide de sulfate de fer (II) en présence de thiols.111 
Dernièrement, une étude effectuée dans notre laboratoire par E. Petit, a permis la synthèse et 
la caractérisation complète d’adduits formés entre différents polyphénols tels que : la (2R,3S)-
catéchine (13), la (RR)-épicatéchine (14) ou le méthylgallate (23), et des des thiols 
d’intérêt œnologique tels que le 3-sulfanylhexan-1-ol (3-SH, 22) ou le 2-furanmethanethiol 
(2-FMT, 24) amenant une note de café grillé (Figure 28).  Ces adduits confirment l’hypothèse 
d’une ortho-quinone intermédiaire qui réagit avec le nucléophile présent dans le milieu via 
des additions de type Michael. (Figure 29).
114 
 
Figure 29. Exemples de mono- et di-adduits obtenus entre des polyphénols et des thiols d’intérêt œnologique en 
conditions oxydantes. 




Des études similaires ont également été menées sur l’(–)-épigallocatéchine-3-gallate (EGCG, 
25), un des composés polyphénoliques les plus abondants dans le thé vert (Figure 30). Ce 
flavonoïde est décrit comme présentant des effets préventifs contre le développement de 
certains cancers et se trouve aujourd’hui au centre de bon nombre d’attentions, en particulier 
au niveau de l’agro-alimentaire.115 
 
 
Figure 30. EGCG et feuille de thé vert. 
 
Afin de mieux comprendre les mécanismes responsables de l’effet bénéfique de l’EGCG, 
Ishii et al. ont étudié l’interaction entre ce composé et un peptide modèle, CaMKII, contenant 
une cystéine libre, ainsi qu’entre ce composé et une protéine, la glycéraldéhyde-3-phosphate 
déshydrogénase (GAPDH), impliquée, entre autre, dans la transcription et l’initiation de 
l’apoptose. Cette étude, réalisée par LC-MS et LC-MS/MS sans ajout d’oxydant (seule l’auto-
oxydation du flavonoïde entre en jeu) et à température physiologique (37 °C), a montré dans 
un premier temps l’addition nucléophile du résidu thiolé de CaMKII au niveau du cycle B de 
l’EGCG. Puis l’établissement d’un lien covalent entre l’EGCG et la GADPH a été mis en 
évidence par SDS-PAGE, Western Blot et par MALDI-TOF après capture du complexe à 
l’aide de billes d’agarose greffées avec de l’acide m-aminophényl boronique.109 
Dans une étude publiée l’année dernière, Unnadkat et al. ont mis en évidence l’addition de 
différents thiols d’intérêt alimentaire tels que le 3-SH (22), la cystéine (Cys, 26) ou le 
glutathion (GSH, 27) sur l’EGCG en milieu oxydant.112 Les mono-adduits EGCG-Cys, 
EGCG-GSH et EGCG-3-SH ont été visualisés par analyse LC-MS à des masses 
respectivement de 577, 763 et 590 (m/z). Ces masses correspondent à la masse attendue pour 
l’addition du nucléophile sur l’EGCG via une réaction de Michael. De plus, une différence de 
réactivité entre les thiols utilisés est observée, la cystéine (thiol primaire peu encombré) 
réagissant plus vite que le glutathion (thiol primaire plus encombré que la cystéine), lui-même 
réagissant plus vite que le 3-SH (thiol secondaire) (Figure 31).
 





Figure 31. Réactivité décroissante des thiols étudiés et structures supposées des mono-adduit observés en LC-MS/MS 
lors de la fixation des thiols sur l’EGCG. 
 
Nous avons donc décidé de mettre à profit la réactivité des flavanols en conditions oxydantes 
pour utiliser ces derniers à la fois comme fonction d’affinité et comme fonction réactive. Cette 
stratégie de capture s’appuie notamment sur des études récentes réalisées par Kodadek et al.116-119 
 
2. Les sondes activables par oxydation dans la littérature 
 
Au cours de ces dernières années,  Kodadek et al. ont décrit une nouvelle méthode de capture 
de protéines, appelée « chemical oxidative cross-linking », reposant sur l’utilisation d’un 
oxydant : le periodate de sodium (NaIO4), comme activateur de la 3,4-
dihydroxyphénylalanine (DOPA, 31). Dans cette méthodologie, ce composé fait office de 
fonction réactive (Figure 32).  
 
 











Dans un premier temps un complexe non covalent se forme entre la sonde, via sa fonction 
d’affinité, et la protéine d’intérêt. Puis la DOPA (31), possédant un noyau catéchol, est 
oxydée par NaIO4 afin de former un intermédiaire réactif : une ortho-quinone. Ce dernier va 





Schéma 9. Mécanisme proposé de l’activation de la DOPA par NaIO4.
 
 
Cette méthodologie a été validée dans plusieurs études. En 2004, Kodadek et al. ont décrit 
l’utilisation de cette stratégie pour la capture de la protéine de levure Gal80 (His6-Gal80P) par 
un peptide biotinylé qui présente une affinité pour cette protéine. Afin de pouvoir utiliser leur 
stratégie, la tyrosine N-terminale de ce peptide a été remplacée par la DOPA (Gal80-
DOPA
Bioitin
 BP). L’adduit formé est visualisé par Western Blot. Dans ce cas la sonde est 
détectée à l’aide de neutravidine couplée à une peroxidase (Figure 33).116 
 
 
Figure 33. Visualisation de l’adduit sonde-Gal80, via la détection de la biotine située sur la sonde, par Western Blot.116 
 
Sur ce Western nous pouvons constater que la protéine Gal80 n’est détectée via le peptide 
biotinylé seulement quand ce dernier est activé à l’aide de NaIO4 (piste 3). De plus, lorsque la 










particulière pour le peptide Gal80-DOPA
Biotin 
BP, seule une tache est visible sur le Western à 
un poids moléculaire correspondant à Gal80 et ce, seulement quand le peptide est activé par 
NaIO4 (piste 6). L’efficacité et la sélectivité de la capture de la protéine d’intérêt par la 
« sonde » en milieu oxydant sont donc mises en évidence. 
 
En 2006, le principe de la formation d’adduit entre la DOPA et des résidus nucléophiles des 
protéines étudiées a été mis en évidence par l’utilisation de doubles brins d’ADN sur lesquels 
ont été fixés en vis-à-vis la DOPA (PNA1-DOPA) et différents acides aminés (PNA2). Après 
ligation des brins d’ADN, la DOPA est oxydée à l’aide de NaIO4 et les adduits formés sont 




Figure 34. Mécanisme proposé de l’addition de l’alanine sur la DOPA activée par NaIO4 et analyse HLPC (A) et 
MALDI-TOF (B) de la réaction. 
 
Cette étude montre que seuls certains acides aminés (l’histidine, la lysine, la cystéine ou les 
acides aminés possédant une amine en α de leur premier carbone structural, porteur de la 
fonction NH2 et COOH, libre) sont capables de former un lien covalent avec la DOPA. Parmi 
eux, la cystéine est l’acide aminé le plus réactif. En effet, son addition sur la DOPA est 
A.
B.




observée même lorsque NaIO4 n’est pas ajouté au milieu. L’oxydation de la DOPA par 
l’oxygène résiduel du milieu réactionnel pourrait expliquer ce résultat. Il est également 
intéressant de noter qu’aucun produit d’addition n’est observé lorsque les deux brins d’ADN, 
portant la DOPA et les acides aminés, n’ont pas été préalablement hybridés. Ceci met en 
évidence la nécessité d’une proximité spatiale entre l’ortho-quinone et le nucléophile pour 
que la réaction se produise. Enfin, seule l’oxydation des acides aminés soufrés a été détectée. 




Les sondes bifonctionnelles réalisées au laboratoire comportent une biotine comme fonction 
de purification/détection et un flavanol comme fonction réactive et d’affinité. Les flavanols 
que nous avons choisis dans cette étude sont ceux impliqués dans les dernières étapes de 
biosynthèse des flavonoïdes, conduisant notamment aux anthocyanes et aux 
proanthocyanidines à savoir la (2R,3S)-catéchine (13), la (2R,3R)-épicatéchine (14) et la 
(2R,3S,4S)-leucocyanidine (15) (Figure 35).  
 
 
Figure 35. Sondes bifonctionnelles et structures des flavanols sélectionnés. 
 
Afin de pouvoir fixer ces flavanols sur nos sondes d’affinité, nous avons dû au préalable 
effectuer des modifications sur leurs structures. Les travaux antérieurs effectués au 
laboratoire,
46,47
 en accord avec les études cristallographiques menées par Schofield et 
al.,
42,43,120
 ont montré que les fonctions phénols des flavanols doivent rester non modifiées. En 
effet, ces fonctions jouent un rôle majeur dans l’ancrage de ces composés dans les sites actifs 
des enzymes impliquées dans la biosynthèse des flavonoïdes et notamment dans celui de la 
LDOX (Figure 36). 
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Figure 36. Structure cristallographique du complexe LDOX-DHQ-co-substrats (1GP6) 
 
Finalement, ces travaux précédemment réalisés au laboratoire ont permis d’établir une 
stratégie de synthèse pour introduire un espaceur sur le cycle A des flavanols. Cette stratégie 
tire avantageusement parti du caractère nucléophile du carbone 8 de ces molécules pour la 
fixation de cet espaceur.
46,47 
 
1. Modification des substrats flavonoïques 
 
Dans le but de fixer les flavanols au linker de la sonde par une réaction d’amidation, 
l’espaceur introduit sur les flavanols doit posséder une fonction amine ou une fonction acide 
carboxylique terminale. Dans le cas de la stratégie développée par C. Chalumeau et al., un 
espaceur possédant un acide carboxylique terminal a été utilisé. Ce dernier est préalablement 
transformé par lactonisation intramoléculaire avant d’être couplé à la sonde.47 L’accès aux 
flavanols modifiés s’effectue selon le schéma rétrosynthétique décrit ci-après (Schéma 10) : 
 
 





Schéma 10. Approche rétrosynthétique proposée pour la synthèse des flavanols modifiés. 
 
a. Synthèse de la catéchine et de l’épicatéchine modifiées 
 
Nous avons, dans un premier temps, effectué la synthèse de la catéchine et de l’épicatéchine 
modifiées (32a et 32b) à partir des flavanols commerciaux correspondants. La première étape 
de cette synthèse consiste en la protection des fonctions phénols et de l’alcool secondaire de 
ces composés par des groupements benzyliques. Cette protection, nécessaire avant 
l’introduction de la fonction aldéhyde en position 8 des flavanols, est réalisée selon les 
conditions décrites par Boyer et al. en deux étapes.
121,122 La première étape permet l’obtention 
des dérivés tétrabenzylés 33a et 33b qui sont, par la suite, engagés dans une nouvelle étape de 
protection. La catéchine et l’épicatéchine perbenzylées (34a et 34b) ont ainsi été obtenues 
avec des rendements respectifs de 84 % et 86 % sur ces deux étapes (Schéma 11). 
 
 
Schéma 11. Protection de la (2R,3S)-catéchine et de la (2R,3R)-épicatéchine par des éthers benzyliques. 
 
La fonction aldéhyde est ensuite introduite par une réaction régiosélective de substitution 
électrophile aromatique sur le carbone 8 du cycle A des composés 34a et 34b.
 




Cette formylation est réalisée suivant une réaction de Vilsmeier-Haack.
122 
Celle-ci implique 
l’oxochlorure de phosphore comme activateur du diméthyle formamide (DMF). Le composé 
intermédiaire électrophile formé 35 réagit avec la position 8 nucléophile des composés 34a et 
34b. L’ajout d’eau en fin de réaction permet l’hydrolyse des produits d’addition  
intermédiaires 36a et 36b et la formation des dérivés formylés 37a et 37b avec des 
rendements respectifs de 68 % et 73 % (Schéma 12). 
 
 
Schéma 12. Formylation régiosélective des composés 22a et 22b. 
 
La stratégie choisie pour introduire l’espaceur sur nos flavanols repose sur la création d’une 
liaison C-C impliquant la position 8. Elle est basée sur une réaction de condensation de 
Horner-Wadsworth-Emmons entre les aldéhydes 37a et 37b, précédemment obtenus, et le 
diéthylphosphonoacétate de benzyle 38.
123,124
 Ce dernier n’étant pas commercial, nous avons 
dû en effectuer la synthèse. Le composé 38 est obtenu via une réaction d’Arbuzov entre la 
triéthyl phosphite (39) et le 2-bromoacétate de benzyle (40), selon les conditions décrites par 
O’Leary et al. avec un rendement de 80 % (Schéma 13).125 
 
Schéma 13. Synthèse du diéthylphosphonoacétate de benzyle 38. 




Ce phosphonoacétate 38 est alors mis en réaction avec les aldéhydes 37a et 37b afin d’obtenir 
les dérivés fonctionnalisés 41a et 41b avec des rendements respectifs de 79 % et 80 %. Enfin, 
la déprotection des groupements O-benzyles et l’hydrogénation simultanée de la double 
liaison de l’espaceur ont été effectuées par hydrogénation catalytique et permettent l’accès 
aux composés 42a et 42b prêts à être lactonisés en vue de leurs fixations sur les sondes 
d’affinité (Schéma 14). 
 
 
Schéma 14. Synthèse des flavanols fonctionnalisés 42a et 42b via une récation de Horner-Wadsworth-Emmons suivie 
d’une hydrogénation catalytique sur Pd/C (10 %). 
 
Enfin, la lactonisation intramoléculaire des composés 42a et 42b est réalisée en présence d’1-
éthyl-3-(3-dimethylaminopropyl)carbodiimide (EDCI) dans du DMF distillé. De simples 
lavages à l’aide d’une solution saturée de chlorure d’ammonium nous ont permis d’obtenir 
la(2R,3S)-8-lactone-catéchine (32a) et la (2R,3R)-8-lactone-épicatechine (32b) avec de très 
bons rendements (Schéma 15). 
 
 
Schéma 15. Lactonisation des composés 42a et 42b. 
 
Une fois la synthèse de la (2R,3S)-catéchine et de la (2R,3R)-épicatéchine modifiées 32a et 
32b achevée, et afin de disposer des trois précurseurs présumés des proanthocyanidines et 
anthocyanidines, nous avons entrepris d’effectuer la synthèse de la leucocyanidine modifiée 








b. Synthèse de la leucocyanidine modifiée 
 
L’accès à la (2R,3S,4S)-leucocyanidine modifiée 32c est envisagée à partir de la (2R,3S)-
catéchine (13) commerciale. Après protection de cette dernière selon la méthode décrite dans 
le paragraphe précédent (cf. Chapitre 2. II.1.a.), l’introduction régio- et stéréosélective du 
groupement O-benzyle en position 4 a tout d’abord été envisagée via une réaction 
d’oxydation à l’aide de 2,3-dichloro-5,6-dicyanobenzoquinone (DDQ) en présence d’alcool 
benzylique.
126,127 
Cependant, cette réaction ne nous a pas permis d’isoler le composé 34c 
attendu (Schéma 16). 
 
 
Schéma 16. Accès à l’hexa-O-benzyl-leucocyanidine 34c. 
 
En effet, il semble que l’encombrement stérique, dû à la présence des deux groupements O-
benzyles en positions 3 et 5, empêche l’attaque de l’alcool benzylique en position 4. Ce 
dernier réagit préférentiellement avec la DDQ pour former du benzaldéhyde, présent en fin de 
réaction.
128 Une alternative à cette stratégie est d’introduire le groupement O-benzyle en 
position 4 de la (2R,3S)-tetra-O-benzyl-catéchine 33a. Cette voie nous permet de s’affranchir 
d’une partie des contraintes stériques décrites précédemment. L’obtention du composé 43 
avec un rendement de 66% vient confirmer notre hypothèse. La protection nécessaire de 
l’alcool secondaire de ce composé est ensuite réalisée par l’action d’hydrure de sodium dans 
du DMF anhydre en présence de bromure de benzyle. L’hexa-O-benzyl-leucocyanidine 34c 
est obtenue avec un rendement de 68 % (Schéma 17). 
 
 
Schéma 17. Alternative à l’accès de l’hexa-O-benzyl-leucocyanidine 34c. 
Afin de fixer l’espaceur désiré sur la leucocyanidine perbenzylée 34c, la position 8 de cette 
dernière est fonctionnalisée par formylation via une réaction de Vilsmeier-Haack comme 




décrit précédemment (cf. Chapitre 2. II.1.a.). Cependant, lors de cette réaction, le composé 
37c n’a pu être obtenu (Schéma 18). 
 
 
Schéma 18. Formylation de la leucocyanidine perbenzylée. 
 
La réaction de Vilsmeier sur la leucocyanidine perbenzylée (34c) conduit préférentiellement à 
un flavène formylé en position 8 (44). Lors de cette réaction, la production d’acide 
chlorhydrique acidifie le milieu. Ceci est confirmé par la prise du pH en fin de réaction (pH 
de l’ordre de 1). Cette acidité entraine la protonation des oxygènes de la molécule et en 
particulier de l’oxygène portant le groupement benzylique en position 4. Ce groupement, de 
part sa position benzylique et son encombrement stérique, est un bon groupe partant et le 
carbocation qui en résulte est stabilisé par la délocalisation des électrons provenant du cycle 
aromatique voisin. Il s’ensuit une élimination du proton en position 3 conduisant à la création 
d’une insaturation en position 3,4 (réaction d’élimination de type E1). L’obtention de cristaux 
de ce composé 44 a permis son analyse par diffraction aux rayons X et ainsi de confirmer sa 
structure avec certitude (Schéma 19).   
 
 
Schéma 19.Formation du flavène 34 lors de la réaction de Vilsmeier-Haack sur la leucocyanidine 37c. 




L’un des facteurs conduisant à cette élimination et sur lequel nous pouvons facilement influer 
est l’encombrement spatial. En effet, il suffit de ne pas protéger la position 3 après 
l’introduction du groupement O-benzyle en position 4. 
Le composé 43 a donc été engagé dans une réaction de Vilsmeier-Haack, selon les mêmes 
conditions que celles utilisées pour la formation du flavène 44. La fixation de l’aldéhyde en 
position 8 ainsi que la conservation du groupement O-benzyle en position 4 ont pu être 
confirmées, dans un premier temps, par analyse RMN 
1
H. Cependant des analyses RMN 
complémentaires (
13
C, DEPT 135, HMQC, HMBC) ont permis de mettre en évidence la 
présence d’un carbone supplémentaire sur cette molécule portant un hydrogène avec des 
déplacements chimiques relativement déblindés, à respectivement 160 et 7.9 ppm. La réaction 
de Vilsmeier-Haack sur le composé 43 ne conduit donc pas à un produit mono- mais 
biformylé 45. En effet, il se produit une double substitution électrophile, l’une aromatique en 
position 8 de la molécule conduisant à l’introduction de l’aldéhyde, l’autre sur l’hydroxyle 
libre porté par le carbone 3 de la molécule conduisant à la formation d’un formiate sur cette 
position.  
Ce composé non attendu est cependant engagé dans la réaction de Horner-Wadsworth-
Emmons. Cette réaction conduit à un mélange de deux composés 46 et 47 (Schéma 20). 
 
 
Schéma 20. Fixation du bras en position 8 à partir du composé 33. 
 
Nous pouvons expliquer ce résultat par l’attaque nucléophile du réactif de Wittig, sous forme 
anionique, à la fois sur l’aldéhyde en position 8 et sur le formiate en position 3. L’attaque de 
cet anion sur le formiate entraine une élimination générant un alcoolate qui se reprotonne lors 
du traitement de la réaction pour reformer un hydroxyle sur cette position. Ici l’obtention de 
cristaux pour se composé 47 nous a permis de déterminer sa structure sans ambiguïté (Figure 37). 
Cependant, malgré l’introduction de deux équivalents du réactif de Wittig, l’attaque 
nucléophile de ce dernier sur le formiate en position 3 reste incomplète.  
 
 





Figure 37. ORTEP du composé 37. 
 
Afin d’éviter l’obtention de ce type de mélange, un simple traitement du composé 45 à l’aide 
d’hydroxyde de lithium dans un mélange THF/eau (9:1) permet d’éliminer le formiate en 
position 4.
129 
Le composé 48 ainsi généré réagit avec le diéthylphosphonoacétate de benzyle 
38 en présence d’hydrure de sodium dans du DMF anhydre pour donner le composé 47 
attendu (Schéma 21). 
 
 
Schéma 21. Synthèse du composé 47. 
Au vu de la forte valeur ajoutée de notre leucocyanidine protégée 47 et de la quantité du 
matériel à disposition, nous avons décidé de tout d’abord passer par un modèle 43 afin de 
mettre au point les conditions de déprotection (Schéma 22).  
 
 











Les conditions suivantes ont été utilisées : 
 SM Catalyseur solvant Durée Résultats 
1 52 mg 20%  massique 
Pd/C 
DMF  1,5 mL 18 h, t.a 16 mg, obtention de catéchine 
2 30 mg 
20 % massique 
Ni Raney 
EtOH  2 mL 47 h, t.a Matériel de départ 
3 34 mg 
10 %  massique 
Pd/C 
AcOEt  2 mL 32 h, t.a 
Mélange de différents états de 
déprotection 
4 30 mg BBr3 CH2Cl2  3 mL 15 min, -20°C Dégradation de la molécule 
5 36 mg 
10 % massique 
Pd/C 
DMF  1,5 mL 5 h 30, t.a 
15 mg, mélange mono protégé 
(49) et déprotégé (50) 
 
De part les résultats obtenus, nous avons donc envisagé de déprotéger le composé 47 en 
utilisant des conditions voisines de celles définies à l’entrée 5 du tableau précédent (Schéma 23). 
 
 
Schéma 23. Déprotection de la leucocyanidine modifiée 47. 
 
Comme pour le composé 43, la déprotection du composé 47 n’a pu être totalement réalisée. 
De plus, il n’a pas été possible d’isoler le produit 42c à cause d’une trop grande réactivité de 
ce composé. En effet, l’instabilité des leucoanthocyanidines est connue et décrite dans la 
littérature.
81,130,131 
Celle-ci est due à la présence de groupements hydroxyles en positions 7 et 5  
sur leur cycle C qui fragilisent la liaison C-O en position benzylique 4 du cycle A. En milieu 
même légèrement acide, le départ de l’hydroxyle en position 4 est donc favorisé car le 
carbocation généré est stabilisé par la formation d’ortho- et para-méthylènes quinones. 
Finalement, ce carbocation va pouvoir réagir pour former un composé de type flavène comme 
décrit précédemment (Schéma 19) ou des oligomères. Devant l’instabilité du composé 42c, 
nous avons choisi de nous concentrer sur la réalisation des sondes bifonctionnelles (2R,3S)-








2. Synthèse des sondes A1 et A2 
 
La réalisation de ces sondes se déroule en quatre étapes impliquant les trois blocs 
moléculaires à assembler. Une chaîne polyéthylène glycol diaminée 52 est tout d’abord 
monoprotégée à l’aide d’un groupement trifluoroacétate.132 La chaine monoprotégée 53, 
obtenue avec un rendement de 39 %, est alors couplée à la biotine préalablement activée grâce 
à un agent de couplage, le benzotriazole-1-yl-oxy-tris-pyrrolidino-phosphonium 
hexafluorophosphate (PyBOP), en présence d’une base, la diisopropyléthylamine (DIEA ou 
DIPEA) en solution dans du DMF anhydre.
133 
Le composé 54 ainsi formé est alors déprotégé 
en présence de carbonate de potassium dans un mélange méthanol/eau,
134 
afin que le dernier 
élément structural, la catéchine ou l’épicatéchine modifiée, puisse être introduit par une 
simple attaque nucléophile de la fonction amine du « linker » 55 sur la fonction lactone 
présente sur la catéchine modifiée 32a ou l’épicatéchine modifiée 32b.47 Les sondes A1 (56a) 
et A2 (56b) sont obtenues avec respectivement un rendement de 32 % et de 23 % sur ces deux 
dernières étapes (Schéma 24). 
 
 
Schéma 24. Synthèse des sondes A1 et A2 activables par oxydation. 
 
 




Une fois la synthèse de ces sondes réalisée et en nous appuyant sur des études 
bibliographiques précédentes, nous avons, dans un premier temps, testé nos sondes en 
présence de nucléophiles modèles : la Fmoc-cystéine et le glutathion. Puis nous avons 
appliqué notre stratégie à la capture de la LDOX. Dans tous ces tests, le periodate de sodium a 
été utilisé comme agent d’oxydation.135 Cet oxydant, non polluant car non métallique, a été 
choisi d’une part car il est déjà décrit dans la littérature comme réactif doux mais efficace 
pour l’oxydation des flavonoïdes en milieu biologique.135 Et d’autre part, car il est décrit 
comme étant relativement inerte vis-à-vis des protéines.
118,135 
 
III. Etudes de capture en conditions oxydantes 
 
1. Etudes de capture sur molécules modèles 
 
Avant d’utiliser nos sondes pour la capture de protéines, nous avons cherché à valider notre 
stratégie de capture, par addition de composés nucléophiles sur le motif catéchol activé, à 
l’aide de molécules modèles. Dans un premier temps, nous avons souhaité isoler et 
caractériser les adduits susceptibles de se former entre les flavanols de la sonde et des acides 
aminés nucléophiles. Pour cette étude, nous avons choisi comme nucléophiles modèles des 
dérivés de la cystéine. Ces molécules très réactives sont largement décrites pour leur capacité 
à se fixer sur les flavonoïdes possédant un groupement de type catéchol dans leur structure, en 
conditions oxydantes (cf. Chapitre 2. I.1.).  
 
a. Etude de la formation d’adduits entre la catéchine et la Fmoc-cystéine (57) par 
RMN 
 
Pour cette étude, nous avons choisi d’utiliser la Fmoc-cystéine (57), plutôt que la cystéine non 
protégée, car elle présente l’avantage d’être plus apolaire et donc plus extractible par des 
solvants organiques. De plus, la présence du groupement Fmoc permet de suivre la 
consommation de ce composé par CCM. La catéchine (à une concentration finale de 0,03 M) 
est mise en présence de deux équivalents de Fmoc-cystéine (à une concentration finale de 
0,06 M) dans 6 mL d’un mélange eau lourde/acétone deutéré (4:2). Après un bref temps 
d’agitation, quatre équivalents de NaIO4 (à une concentration finale de 0,12 M) sont ajoutés 
en une fois (Schéma 25). 
 





Schéma 25. Oxydation de la catéchine à l’aide du périodate de sodium (NaIO4) en présence de Fmoc-cystéine et 
exemples d’adduits attendus. 
 
La solution, initialement légèrement blanchâtre, prend rapidement une teinte rouge puis 
brune. En quelques minutes, un précipité de couleur noire est observé. Le suivi de cette 
réaction a été effectué par RMN 
1
H (Figure 38). 
 
 







T = 0 ; sans NaIO4
T = 5 après NaIO4
T = 15 après NaIO4
catéchine + Fmoc-cystéine
t  = 5 min après ajout NaIO4












Sur le spectre RMN 
1
H du mélange catéchine/Fmoc-cystéine, avant l’ajout de NaIO4, les 
protons de chaque composé présents en solution sont clairement visibles et identifiables. 
Aucun déplacement de proton, indiquant l’addition de la Fmoc-cystéine sur la catéchine, n’est 
observé. Peu de temps (5 minutes) après l’ajout de NaIO4, une dégradation générale du 
spectre est remarquée. Nous noterons en particulier la disparition des protons du cycle B de la 
catéchine. Aucun signal clair, qui pourrait indiquer la formation du composé mis en jeu, n’est 
présent sur ce spectre. Après 15 minutes de réaction, la dégradation du spectre est accentuée. 
Ici, les signaux des protons du cycle B ne sont pas les seuls à avoir subit une modification, les 
signaux des protons H-6 et H-8 du cycle C, ainsi que ceux des protons H-4 du cycle A, ont 
tendance à se confondre avec la ligne de base. 
Le traitement de la réaction a alors été effectué mais aucun composé n’a pu être isolé. 
L’obtention d’un précipité insoluble en phase aqueuse ou organique vient appuyer 
l’hypothèse de la dégradation des produits de départ. Celle-ci pourrait être due à des 
conditions d’oxydation trop drastiques. 
L’étude par RMN ne nous a pas permis de visualiser la formation d’adduits entre la fonction 
réactive, la (2R,3S)-catéchine (13), et la Fmoc-cystéine (57). Pour la mise en évidence 
d’adduits entre notre sonde A1 et des dérivés nucléophiles d’acides aminés, nous avons décidé 
de travailler dans des conditions plus diluées et d’opter pour d’autres techniques d’analyse : la 
chromatographie haute performance couplée à une analyse par spectrométrie de masse (LC-
MS) et la spectrométrie de masse MALDI-TOF. 
 
b. Etude de la formation d’adduits entre la sonde A1 et des molécules modèles par 
spectrométrie de masse 
 
 Etude de la fixation de la sonde avec la Fmoc-cystéine 
 
Dans cette nouvelle étude, la sonde A1 a été mise en présence de la Fmoc-cystéine. Nous 
espérons ainsi observer la formation d’adduits entre ces deux composés (Schéma 26). 





Schéma 26. Addition de la Fmoc-cystéine (57) sur la sonde A1 (56a)  en conditions oxydantes et structures proposée 
des adduits potentiels. 
 
A un mélange équimolaire de sonde A1 (56a) et de Fmoc-cystéine (57) dans une solution de 
tampon phosphate (pH 7) est ajoutée une solution de NaIO4 également en quantité 
équimolaire. La concentration finale de ces composés est de 1,26 mM, soit environ 20 fois 
inférieure aux concentrations utilisées lors de l’étude par RMN. Le mélange obtenu est 
vortexé, puis 20 µL de cette solution sont directement analysés par LC-MS (Figure 39). 
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Nous observons, sur le chromatogramme de cette expérience, la présence de quatre signaux 
significatifs en UV. Le premier signal correspond à la sonde A1 avec un temps de rétention de 
8,26 minutes (masse associée : m/z = 791 [M+H]
+
). Le signal suivant, présent au temps de 
rétention tr = 10,83 minutes, correspond au mono-adduit 61 (Figure 40). 
 
 
Figure 40. Spectre de masse associé au deuxième signal UV majoritaire et structure possible correspondante à la 
masse observée. 
 
Le troisième signal notable sur le chromatogramme sort à un temps de rétention tr = 12,91 
minutes. Ici encore, au niveau du spectre global de masse, aucun signal bien distinct n’est 
présent. En revanche, le spectre de masse associé à ce temps de rétention présente une masse 
correspondant au di-adduit 62 (Figure 41). 
 sonde+Fmoccyst+NaIO4 #449 RT: 11.03 AV: 1 NL: 3.04E7F: + c ESI Full ms [ 150.00-2000.00]
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Figure 41. Spectre de masse associé au troisième signal UV majoritaire et structure possible correspondante à la 
masse observée. 
Le dernier signal UV le plus intense du chromatogramme est associé à un composé ayant une 
masse m/z = 685 [M+H]
+. Ce composé correspond à l’oxydation de la fonction thiol de la 
cystéine et la formation d’un pont disulfure entre deux Fmoc-cystéine (Figure 42). 
 
Figure 42. Spectre de masse associé au dernier signal UV et structure possible du composé correspondant à la masse 
observée. 
Cette étude nous a permis de valider notre méthodologie et de confirmer la réactivité de notre 
sonde en milieu oxydant. Cependant, comme mentionné par Kodadek et al.,
118
 il semble que 
cette réaction soit peu efficace en l’absence de la formation initiale d’un complexe « ortho-
sonde+Fmoccyst+NaIO4 #525 RT: 12.87 AV: 1 NL: 2.44E7
F: + c ESI Full ms [ 150.00-2000.00]













































sonde+Fmoccyst+NaIO4 #613 RT: 15.02 AV: 1 NL: 1.97E7
F: + c ESI Full ms [ 150.00-2000.00]
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quinone/nucléophile ». Toutefois, des études sur des molécules plus encombrées, telles que le 
glutathion ou des peptides modèles, ont été réalisées. Ces études sont nécessaires afin de 
mieux appréhender le comportement de notre sonde en présence de molécules plus complexes 
et pouvant présenter plus d’un site de fixation. Elles sont également indispensables à l’étude 
du comportement en masse (ionisation, fragmentation) de notre sonde fixée sur des molécules 
proches des peptides générés lors de la digestion de la LDOX. En particulier si nous voulons 
déterminer le site de fixation de notre sonde sur cette dernière. 
 
 Etude de la fixation de la sonde avec le glutathion (27) 
 
Cette étude a été réalisée dans les conditions décrites précédemment. En toute logique, nous 
espérons observer les mêmes types d’adduits que ceux obtenus avec la Fmoc-cystéine (Schéma 27). 
 
 
Schéma 27. Addition du glutathion (27) sur la sonde A1 (56a) en conditions oxydantes. 
 
Dans ce cas, le glutathion (27) étant difficilement visible sous UV, la mise en évidence 
d’adduit s’est avérée difficile par LC-MS. Là encore, l’addition nucléophile sur la catéchine 
activée semble peu efficace. Cependant, nous avons pu mettre en évidence par analyse 














Figure 43. Spectre MALDI-TOF du mono-adduit sonde-glutathion 64 et structure possible correspondante à la masse 
observée.  
 
2. Validation des sondes à l’aide d’une protéine de la voie de biosynthèse des 
flavonoïdes : la LDOX 
 
La LDOX est une enzyme clé dans la biosynthèse des flavonoïdes. Elle est décrite comme 
effectuant la transformation des leucoanthocyanidines en anthocyanidines colorées. Cette 
enzyme, dans notre cas issue de Vitis vinifera, est produite au laboratoire et a déjà été utilisée 
par notre équipe pour valider des outils de protéomique chimique.
47
 Par analogie avec les 
études cristallographiques réalisées par Schofield et al. sur la LDOX d’Arabidobsis thaliana 
en présence de dihydroquercétine,
42 
nous remarquons que la LDOX de Vitis vinifera possède 
des acides aminés nucléophiles au sein de son site actif. Nous noterons notamment deux 
histidines en positions 234 et 290, une arginine en position 298, une cystéine en position 307 
et trois lysines en positions 214, 215 et 343. Les lysines 215 et 343 semblent particulièrement 
intéressantes car sur le fichier cristallographique elles apparaissent comme étant dans 










Figure 44. Lysines susceptibles de former des adduits avec les flavonoïdes présents dans le site actif de la LDOX. 
 
a. Tests de capture 
 
Les premiers essais de capture de la LDOX ont été réalisés avec la sonde bifonctionnelle A1 
(56a). Cette sonde est constituée d’une biotine comme fonction de purification et d’une 
catéchine comme fonction d’affinité (Figure 45).  
 
 
Figure 45. Sonde A bifonctionnelle version catéchine : sonde A1. 
 
Mise en solution dans un mélange de protéines, la catéchine va « reconnaitre » la protéine 
ciblée et former un complexe non covalent avec celle-ci, ici la leucoanthocyanidine 
dioxygénase (LDOX). Lors du passage en condition oxydante le noyau catéchol de la 
catéchine va donner une ortho-quinone électrophile qui, au sein du complexe « sonde-
LDOX », va réagir avec les résidus nucléophiles avoisinants (lysine, cystéine…), et ainsi 
permettre l’établissement d’une liaison covalente entre la LDOX et la catéchine de la sonde. 





















 Mise en place du protocole de capture 
 
Afin de mettre en place un protocole de capture efficace et reproductible, nous avons effectué 




Dans chacun des tests effectués 21 µg de LDOX (5 µM, 1 équivalent) sont mis à incuber en 
présence de 0,7 µg de sonde (9 µM, soit 900 pmoles, 1,8 équivalents) dans 100 µL de tampon 
Tris-HCl. Le temps d’incubation lors de ces différents essais est de 30 minutes ou 3 heures. 
Passé ce temps, les sondes sont activées par ajout d’une solution de NaIO4 à une concentration 
finale de 1 mM (110 équivalents par rapport à la sonde). Une solution de DTT à une 
concentration finale de 50 mM est ajoutée pour arrêter l’oxydation. Les complexes covalents 





StreptavidinC1, soit une capacité de capture de 1250 pmoles de biotine 
libre). A ce stade, deux protocoles de lavage ont été testés : 
- Le premier protocole comporte un lavage en tampon de capture (300 µL), un lavage en 
tampon de capture supplémenté avec 10 µM de biotine (300 µL, soit 3 équivalents de 
biotine par rapport à la sonde) et quatre lavages en solution SDS à 0,1 % (300 µl) 
(pistes 1 à 6). 
- Le second protocole comporte les mêmes étapes de lavages, mais ici, 0,5 M de NaCl ont 
été ajoutés dans les deux premiers lavages dans le but d’améliorer l’élimination des 
protéines retenues de manière non covalente (pistes 7 à 9). 
Une solution de tampon Laemmli est alors ajoutée et les échantillons sont mis à bouillir 
pendant 10 minutes à 95 °C. Cette étape en conditions dénaturantes permet de supprimer les 
interactions non covalentes et de placer les protéines dans leur conformation primaire. Dans 
cette étape la streptavidine est déstructurée et ses monomères liés de façon non covalente 
sont libérés des billes. La liaison biotine-streptavidine est alors rompue et les complexes 
covalents « sonde-LDOX » sont décrochés. Un tiers de la solution (10 µL) est déposée sur 
gel d’électrophorèse (Figure 46).     
 





Figure 46. Gel SDS-PAGE des essais de capture de la LDOX avec la sonde A1 (coloration bleu de Coomassie®). M : 
marqueurs de taille ; 1 : LDOX (30 min d’incubation) + NaIO4 ; 2 : LDOX + sonde A1 (30 min d’incubation) ; 3 : LDOX + 
sonde A1 + NaIO4 (30 min d’incubation) ; 4 : LDOX (3 h d’incubation) + NaIO4 ; 5 : LDOX + sonde A1 (3 h d’incubation) ; 
6 : LDOX + sonde A1 (3 h d’incubation) + NaIO4 ; 7 : LDOX (3 h d’incubation) + NaIO4 ; 8 : LDOX + sonde A1 (3 h 
d’incubation) ; 9 : LDOX + sonde A1 (3 h d’incubation) + NaIO4.  
 
Le résultat de ces tests nous montre que la LDOX est capturée par notre sonde en conditions 
oxydantes (pistes 3, 6 et 9). Si le temps d’incubation est de 30 minutes, alors tous nos témoins 
négatifs (LDOX seule et LDOX en présence de sonde sans NaIO4) sont validés (piste 1 et 2). 
Lorsque le temps d’incubation est augmenté, la quantité de LDOX capturée l’est aussi. Mais, 
nous remarquons également que notre protéine est capturée en l’absence de NaIO4 (pistes 5). 
Cette capture peut être due soit à l’oxydation de la catéchine par de l’oxygène résiduel 
pendant l’incubation avec la protéine, soit à une augmentation du nombre d’interactions non 
covalentes entre la sonde et l’enzyme qui ne seraient pas entièrement supprimées par les 
lavages effectués. Afin de vérifier cette dernière hypothèse, une forte concentration en 
chlorure de sodium a été ajoutée dans les lavages (pistes 7 à 9), ceci dans le but de déstabiliser 
les liaisons hydrogènes et les liaisons ioniques et donc d’augmenter l’efficacité de nos 
lavages. Nous remarquons que la quantité de LDOX retenue dans ce cas est diminuée (pistes 
8 et 9), même si une capture de la LDOX en l’absence d’activation reste notable (piste 8). Une 
oxydation résiduelle de la catéchine est alors suspectée. Un nouveau test de capture est 
effectué pour vérifier cette hypothèse. 
 
 Optimisation du protocole 
 
La catéchine est un composé sensible à l’oxydation. N’étant pas en milieu inerte, nous avons 
supposé que celle-ci pouvait être oxydée lors de la manipulation par de l’oxygène résiduel. 
Des études menées par Chen et al. ont montré que l’ajout d’acide ascorbique dans des 
solutions de catéchines issues du thé vert permettait d’augmenter la stabilité de ces dernières 
vis-à-vis de l’oxydation.137 














Lors de ce nouvel essai, nous avons donc décidé de garder le protocole utilisé pour les 




Figure 47. Gel SDS-PAGE du nouvel essai de capture de la LDOX avec la sonde A1 (coloration bleu de Coomassie®). 
M : marqueurs de taille ; 1 : LDOX + NaIO4 ; 2 : LDOX + sonde A1 + Na. Asc. ; 3 : LDOX + sonde A1 + NaIO4. 
 
Ce dernier test confirme notre hypothèse de travail. Alors que nous sommes toujours capables 
de capturer la LDOX en conditions oxydantes (piste 3), celle-ci n’est plus retenue en 
l’absence de NaIO4 (piste 2). Ce protocole a été répété afin de valider sa reproductibilité. 
 
En conclusion, nous avons donc réussi à mettre en place un protocole de capture de la LDOX 
en condition oxydante, fiable et efficace. Cependant, des questions subsistent : 
- Quelle est l’efficacité réelle de notre sonde ? En d’autres termes, quelle quantité de 
LDOX est capturée par notre sonde ? 
- Le lien covalent entre la sonde et la protéine s’est-il bien établi ? 
Pour répondre à ces questions, nous allons, dans un premier temps, évaluer le rendement de 
capture de notre sonde par étalonnage. Puis, nous réaliserons une expérience de Western Blot 
pour mettre en évidence le lien covalent entre la sonde et la protéine. 
 
b. Calcul du rendement de capture 
 
Afin de connaitre la quantité de protéine présente sur un gel d’électrophorèse, il est possible 
de mesuré l’intensité des bandes, correspondant à la protéine, après coloration du gel.  
Pour ce faire nous avons, dans un premier temps, réalisé une gamme étalon. Différentes 
quantité de LDOX connues sont déposées sur le gel d’électrophorèse et l’intensité des taches, 
après coloration, est mesurée à l’aide d’un logiciel informatique. Cette intensité est exprimée 

















échantillons de capture indépendants réalisés dans les mêmes conditions (conditions 
optimisées) et notés exp 1 et exp 2. Dans ces deux échantillons la quantité de protéine est 
inconnue (Figure 48). 
 
 
Figure 48. Gel SDS-PAGE d’étalonnage de la LDOX et calcul de l’intensité du signal (Ua) de la protéine à l’aide du 
logiciel ImageJ. 
 
A partir de ces données, nous avons obtenu une droite d’étalonnage par régression linéaire. 
Nous avons ensuite reporté sur cette droite les intensités mesurées pour nos échantillons de 
capture. Ceci nous a permis d’obtenir la quantité de protéine présente dans ces échantillons 
(Figure 49).  
 
 
Figure 49. Droite d’étalonnage de la LDOX et calcul de la quantité de protéine capturée dans 10 µl de solution de 
décrochage. 
 
En moyenne, 10 µl de solution de décrochage contiennent 500 ng de LDOX. Le volume final 
après décrochage de nos échantillons est de 33 µl. Donc, grâce à nos sondes A1, nous sommes 
1        2       3       4        5                 6      7 
Quantité de LDOX Intensité
1. 1000 ng 27572.811
2. 750 ng 21372.569
3. 500 ng 16494.246
4. 250 ng 8133.276
5. 100 ng 3044.205
6. Capture sonde A1 (exp 1) 15619.912
7. Capture sonde A1 (exp 2) 14533.619
gamme étalon
capture sonde A1 (exp 1)
capture sonde A1 (exp 2)
519.3
480.2
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capables de capturer et de décrocher 1,65 µg de LDOX ; soit un rendement global de capture 
de 8% en moyenne.  
 
c. Western Blot 
 
Le Western blot, appelé aussi buvardage de western, est une technique de transfert de 
protéines permettant la détection et l’identification de protéines, ou de molécules, à l’aide 
d’anticorps spécifiques de celles-ci. Dans notre cas l’élément à détecter est la biotine. La 
première étape d’un Western blot est la réalisation d’un gel SDS-PAGE. Les échantillons 
déposés ont donc été préalablement mis à bouillir dans une solution de tampon Laemmli. 
Comme expliqué précédemment cette étape permet de dénaturer les protéines et d’éliminer les 
liaisons non-covalentes. En résumé, si la sonde s’est fixée de façon covalente avec la LDOX, 
la bande correspondant à la LDOX, sur le gel d’électrophorèse, sera enrichie en biotine, par le 
biais de la sonde, et répondra de façon positive aux anticorps anti-biotine. Des anticorps 
monoclonaux anti-biotine issus de souris ont donc été utilisés pour détecter la biotine dans nos 
échantillons. La détection de complexe biotine/anticorps anti-biotine a été réalisée à l’aide 
d’anticorps secondaires anti-souris couplés à une peroxydase issue du raifort (Armoracia 
rusticana) appelée HRP pour « Horseradish peroxidase ». Cette enzyme va permettre la 
transformation du luminol en un composé luminescent qui sera alors détecté par film 
photographique (Figure 50).   
 
 
Figure 50. Principe du Western blot appliqué à la détection de la biotine. 
 
Les échantillons de capture, obtenus selon le protocole optimisé, sont déposés sur gel 
d’électrophorèse 1D (12 %, 0,75 mm). A ce stade les protéines sont séparées en fonction de 
leur poids moléculaire et les liaisons non covalentes ont été éliminées lors de l’incubation en 




tampon Laemmli (cf. Chapitre 2. III.2.a.). Après séparation, les protéines sont transférées du 
gel sur une membrane de nitrocellulose. Une coloration au rouge Ponceau est effectuée pour 
vérifier que le transfert des protéines sur la membrane s’est bien déroulé. Après plusieurs 
lavages, la membrane est mise à incuber en présence d’anticorps primaires anti-biotine puis 
d’anticorps secondaires anti-souris couplés à la HRP. Après de nouveaux lavages, la 
membrane est séchée et mise en contact avec une solution d’agents luminescents. La 
membrane est à nouveau séchée et le résultat est révélé sur film photographique (Figure 51).  
 
 
Figure 51. Film photographique du Western Bolt réalisé sur les échantillons de capture de la LDOX à l'aide de la 
sonde A obtenus selon le protocole 4. M : marqueurs de taille ; 1 : LDOX partiellement purifiée ; 2 : LDOX + NaIO4 ; 3 : 
LDOX + sonde A1 ; 4 : LDOX + sonde A1 + NaIO4. 
 
Premièrement, cette expérience montre l’absence de réponse de la LDOX partiellement 
purifiée aux anticorps anti-biotine (piste 1). Ce résultat est logique car il n’y a pas de motif 
biotine sur la LDOX. Nous remarquerons également que parmi les protéines présentes avec la 
LDOX (la LDOX n’est pure qu’à 70-80 %), aucune n’est naturellement biotinylée car aucune 
n’est visible soit dans l’extrait de LDOX (piste 1), soit lorsque l’extrait est mis en présence de 
billes recouvertes de streptavidine (piste 2). De plus, en l’absence de NaIO4 aucune protéine 
biotinylée n’est détectée aux alentours de 45 kDa (piste 3). Ceci est cohérent avec le fait que 
la LDOX n’est pas retenue par la sonde de façon covalente lorsque celle-ci n’est pas activée. 
Pour finir, la formation du lien covalent est mise en évidence par la présence de LDOX 
biotinylée aux alentours de 45 kDa (piste 4). Nous noterons également la présence d’une 
bande entre 17 et 10 kDa seulement dans les échantillons contenant de la sonde (pistes 3 et 4). 
Cette bande pourrait correspondre à des monomères de streptavidine liés de façon covalente à 
la sonde. La biotine étant liée à la streptavidine, la fonction d’affinité de la sonde est donc 
rapprochée de cette dernière. En absence de réducteur, par exemple lors de lavages, la 
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Ces différents essais nous ont permis de mettre au point un protocole fiable de capture de la 
LDOX avec la sonde A1 en conditions oxydantes. Le rendement de capture de cette stratégie a 
été calculé et montre une efficacité modérée de notre stratégie avec un taux de capture 
d’environ 8 %. Enfin, la formation du lien covalent entre la sonde et la protéine cible a été 
mise en évidence par Western Blot. 
Une fois notre stratégie de capture validée, des essais de capture de la LDOX en mélange avec 
la BSA ont été réalisés dans le but de vérifier la sélectivité de nos sondes vis-à-vis de la 
LDOX. 
 
3. Etude de la sélectivité des sondes A 
 
Pour les essais de sélectivité de nos sondes, nous avons choisi une protéine couramment 
utilisée comme témoin négatif lors d’études d’interactions protéine/protéine ou protéine/petite 
molécule : l’albumine de sérum bovin (BSA).138,139 
Dans un premier temps nous avons voulu savoir si, dans les conditions utilisées pour la 
capture de la LDOX, notre sonde était également susceptible de capturer la BSA. Pour cela, 
30 µg de BSA ont été mis à incuber soit en présence d’une quantité équimolaire de  sonde A1 
dans un volume final de 250 µl, soit en présence de 1,8 équivalents de sonde A1 dans un 
volume final de 100 µl. En parallèle, une expérience similaire est réalisée avec 21 µg de 
LDOX (Figure 52). 
 
 
Figure 52. Gels SDS-PAGE des essais de captures de la LDOX ou de la BSA par la sonde A1. A.capture des protéines 
avec une quantité équimolaire de sonde à faible concentration, coloration au nitrate d’argent. B. capture des protéines avec 2 
équivalents de sonde à forte concentration, coloration au Bleu de Coomassie®. M : marqueurs de taille ; 1 : LDOX + NaIO4 ; 
2 : LDOX + sonde A1 ; 3 : LDOX + sonde A1 + NaIO4 ; 4 : BSA + NaIO4 ; 5 : BSA + sonde A1 ; 6 : BSA + sonde A1 + 
NaIO4 ; 7 : LDOX partiellement purifiée ; 8 : BSA commerciale. 
 




































Dans le cas de l’expérience A (sonde et protéine en quantité équimolaire, échantillon dilué), 
notre sonde est capable de capturer la LDOX (Exp A, piste 3), alors que la BSA n’est pas 
retenue (Exp A, piste 6). Dans ce cas la sélectivité de notre sonde est validée. Lorsque nous 
nous plaçons dans des conditions de captures optimales pour la capture de la LDOX (cf. 
Chapitre 2. III.2.a.), nous perdons cette sélectivité et retenons significativement la BSA 
(Exp B, piste 6). 
Dans un milieu concentré, et en l’absence de compétition, des interactions non-spécifiques 
sont favorisées (Figure 52. B.). La BSA possédant des résidus nucléophiles dans sa structure, 
la catéchine, sous sa forme oxydée, peut former un lien covalent avec cette dernière et ainsi 
conduire à la capture de la BSA dans ces conditions. Afin d’évaluer la sélectivité de nos 
sondes A, nous avons donc mis en compétition la LDOX, interagissant de façon spécifique 
avec les fonctions d’affinité de nos sondes, et la BSA, ne possédant pas d’affinité particulière 
pour celles-ci (Figure 53). Pour cette expérience les sondes catéchine A1 (56a) et 
épincatéchine A2 (56b) ont été utilisées. 
 
 
Figure 53. Gel SDS-PAGE de la LDOX en mélange avec la BSA par la sonde A1 et A2. M : marqueurs de taille ; 1 : 
LDOX + BSA + sonde A1 9 µM + NaIO4 + billes ; 2 : LDOX + BSA + sonde A2 + NaIO4 + billes ; 3 : LDOX partiellement 
purifiée ; 4 : BSA commerciale ; 5 : LDOX + BSA + sonde A1 6,25 µM + NaIO4 + billes. 
 
Lorsque la LDOX et la BSA sont mises en compétition en présence de 1,8 équivalents de 
sonde A1 ou A2 en milieu concentré, nous remarquons que la LDOX est retenue de façon 
majoritaire, seulement une faible quantité de BSA est visualisée (pistes 1 et 2 ; rapport calculé 
LDOX/BSA par logiciel imageJ : 82/18 dans le cas de la sonde A1).  Dans ces conditions nos 
sondes capturent donc de façon préférentielle la protéine pour laquelle elles ont une affinité. 
Nous avons ensuite essayé de diminuer la quantité de BSA capturée en réduisant la 
concentration en sonde. Cette expérience a été réalisée seulement avec la sonde A1. Dans ce 
cas, les protéines sont mises à incuber en présence de 1,25 équivalents de sonde A1 et nous 
remarquons que seule la LDOX est capturée (piste 5). Par ces expériences, nous avons mis en 
Coloration au Bleu de Coomassie®



























évidence que lorsque plusieurs protéines sont en compétition, nos sondes capturent de façon 
préférentielle la protéine pour laquelle elles ont le plus d’affinité, ici la LDOX. Nous noterons 
que la sonde A2 version épicatéchine est tout aussi capable de capturer la LDOX que la sonde 
A1. Ces résultats sont cohérents car même si l’épicatéchine n’est pas transformée par la 
LDOX, elle est tout aussi capable de se loger au sein de son site actif et de capturer cette 
dernière. Ce phénomène avait déjà été observé dans les précédents travaux affectués avec les 
résines d’affinité et décrit en 2011 par Chalumeau et al.47 
 
4. Visualisation du site de fixation de la sonde sur la LDOX 
 
a. Etude de la fixation de la sonde sur la LDOX : visualisation du complexe 
sonde/LDOX. 
 
Pour cet essai 21 µg de LDOX (5 µM, 1 équivalent) sont incubés en présence de 0,7 µg de 
sonde (9 µM, 1,8 équivalents) dans 100 µL de tampon phosphate pendant 30 minutes. Passé 
ce temps, la sonde est activée par l’ajout d’une solution de NaIO4 à une concentration finale 
de 1 mM. L’arrêt de l’oxydation est effectué par l’addition d’une solution de DTT à une 
concentration finale de 50 mM. L’incubation du mélange obtenu avec des billes recouvertes 
de streptavidine permet la récupération des complexes covalents sonde/LDOX. Différents 
lavages sont alors effectués (cf. Chapitre 2. III.2.a.). A ce stade le décrochage en tampon 
Laemmli précédemment décrit ne peut être appliqué pour cause d’une incompatibilité avec 
l’analyse par MALDI-TOF. Différents protocoles de décrochage décrits dans la littérature ont 
alors été testés : 
-  décrochage par l’ajout d’eau et chauffage à 70 °C.140 
-  décrochage à l’aide d’une solution ACN/eau/TFA (60/40/0,2 ; 67 µL).141 
Afin de valider ces procédés, les solutions de décrochage obtenues ont été déposées sur gel 
SDS-PAGE. Dans notre cas, seul le deuxième procédé de décrochage a été validé. 
Trois échantillons ont été réunis afin d’augmenter la quantité de LDOX dans l’échantillon 
(volume final 200 µL). Les échantillons sont alors concentrés par SpeedVac
®
 pendant 30 
minutes (volume final 23 µL). Sur cet échantillon concentré 4 µl sont prélevés et la moitié est 
utilisée pour visualiser la quantité de LDOX présente dans l’échantillon. Le reste de 
l’échantillon est utilisé pour l’analyse par MALDI-TOF (Figure 54).  
 





Figure 54. Analyse par MALDI-TOF du complexe sonde/LDOX décroché des billes à l’aide d’une solution 
ACN/eau/TFA (60:40:0,2). 
 
Sur cette analyse seule une masse à 13 444 Da est visible. Cette masse correspond aux 
monomères de streptavidine libérés des billes lors de l’incubation en solution de décrochage. 
Aucune masse correspondant à la LDOX ou à la LDOX portant la sonde n’est visualisée. La 
présence des monomères de streptavidine nous conforte dans l’idée que le décrochage des 
complexes des billes a bien eu lieu. Une analyse de la deuxième moitié de la solution de 
décrochage par SDS conservée au laboratoire (2 µL) nous a permis de mettre en évidence une 
instabilité de notre protéine en solution de décrochage. En effet, des analyses 
complémentaires ont montré que la LDOX n’est pas stable en présence d’acétonitrile. L’ajout 
de ce solvant à une concentration inférieure à 10 % suffit à faire précipiter notre protéine dans 
la minute (ce qui n’est pas le cas pour la BSA testée en parallèle). 
Devant la sensibilité de notre protéine en solution de décrochage, nous avons choisi de 
changer de stratégie et de digérer nos complexes sonde/LDOX avant l’ajout de billes 
magnétiques. Nous espérons ainsi capturer directement le ou les peptides porteurs de la sonde 
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b. Etude de la fixation de la sonde sur la LDOX : recherche de peptide porteur de 
la sonde 
 
 Analyse directe de l’échantillon par LC-MS/MS 
 
La capture de la LDOX est réalisée comme décrit dans le paragraphe précédent. Seulement 
avant l’ajout des billes, la protéine est digérée à l’aide d’une solution de trypsine (12 µl à 
0,2 µM) incubée à 37 °C pendant 15 heures. La trypsine est alors inactivée par chauffage 
pendant 30 minutes à 60 °C. L’échantillon est alors refroidi sur glace et les billes recouvertes 
de streptavidine sont alors ajoutées. La digestion est validée par analyse du surnageant en 
MALDI-TOF. Après lavage des billes, les peptides retenus sont décrochés à l’aide d’un 
mélange ACN/eau/TFA (60:40:0,2 ; 67 µl) et analysés par LC-MS/MS. Les spectres de 
masses de cet échantillon n’ont pas été exploitables. En effet, la présence de polymères 
monochargés cache les signaux des peptides qui ne sont alors pas pris en compte. L’analyse 
du delta de masse entre les signaux présents sur les spectres, nous a permis d’identifier le 
polymère incriminé. Il s’agit de polyéthylène glycol (PEG) avec un delta de masse de 44 Da 
(Figure 55).  
 
 
Figure 55. Analyse du delta de masse en les signaux du polymère présent dans cette analyse LC-MS. 
 
Deux sources de contaminations au PEG ont pu être identifiées. La première est la protéine en 
elle-même. Il semblerait que cette contamination ait lieu lors de l’utilisation de vaisselle lavée 
avec détergent contenant du PEG. La deuxième contamination provient du détergent utilisé 
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dans le tampon de capture : le Tween 20 qui contient environ 1 % de PEG. Il est introduit 
dans le tampon de capture et de lavage afin de limiter les interactions aspécifiques.  
A ce stade nous avons choisi de changer de tampon de capture et d’utiliser un détergent connu 
pour être compatible avec les analyses de masse car facilement retiré des échantillons : 
l’octyl-β-D-glucopyranoside. En attendant la production d’un nouveau lot de LDOX dans des 
conditions compatibles avec la masse, le moyen le plus sur d’éliminer les contaminants des 
échantillons analysés en masse et de faire migrer ces dernier sur gels SDS-PAGE.  
 
 Analyse de l’échantillon par LC-MS/MS après migration sur gel SDS-
PAGE 
.  
Le protocole utilisé pour cet essai est le protocole optimisé décrit dans le paragraphe III.2.a. 
Ici, les complexes sont décrochés des billes à l’aide d’un tampon Laemmli, 10 µl d’un 
échantillon de capture est déposé sur un gel d’électrophorèse. Sur ce même gel, une quantité 
équivalente de LDOX n’ayant pas vu de sonde est également déposée. La bande 
correspondante à la LDOX est découpée pour ces deux échantillons, une trypsinolyse dans le 
gel est réalisée et les peptides générés sont extraits avant d’être analysés par LC-MS/MS. Les 
peptides visualisés dans chaque échantillon sont notés sur la carte peptidique de la protéine 
(Figure 56). 
 
Figure 56. Couverture de séquence de la LDOX dans les échantillons LDOX seule et LDOX + sonde. En rouge et en 
gras sont représentés les peptides visualisés en LC-MS, en vert sont représentés les acides aminés impliqués dans des liaisons 
avec le substrat flavonoïque par homologie avec les données cristallographiques décrites par Schofield et al.42 Les acides 
aminés surlignés sont ceux vus seulement dans l’échantillon LDOX + sonde. 
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Malgré une très bonne couverture de séquence de notre protéine, aucune différence, 
permettant d’indiquer où la sonde se fixe sur la LDOX, n’a pu être mise en évidence par 
comparaison des cartes peptidiques obtenues. Une recherche de peptide modifié portant un 




La modification de la (2R,3S)-catéchine et de la (2R,3R)-épicatéchine, en vue de leur fixation 
sur les sondes d’affinité, a été effectuée en six étapes avec des rendements globaux de 
respectivement 42 % et 37 %. Selon ce même schéma de synthèse nous avons voulu accéder à 
la (2R,3S,4S)-leucocyanidine modifiée 32c. Toutefois la sensibité de la leucocyanidine dans 
les conditions réactionnelles ne nous a pas permis d’accéder à la lactone finale 32c. En effet, 
nous avons constaté, à de nombreuses reprises, l’élimination du groupement oxygéné en 
position C-4.  Devant l’instabilité de ces composés, nous avons choisi de ne pas nous attarder 
sur l’accés à la leucocyanidine modifiée 32c et de nous concentrer sur la réalisation de sondes 
bifonctionnelles basées sur la catéchine et l’épicatéchine.   
La synthèse de ces sondes a pu être réalisée en quatre étapes avec un rendement global de 9 % 
dans le cas de la sonde catéchine et de 6 % dans le cas de l’épicatéchine. Une fois la synthèse 
des sondes achevée, nous avons entrepris de valider notre stratégie de capture. La première 
étape de cette validation a été l’utilisation de notre sonde A1 en présence de molécules 
modèles contenant une cystéine : la Fmoc-cystéine et le glutathion. Après un bref temps 
d’incubation, la sonde est activée par oxydation. Les premières études par RMN ne nous ont 
pas permis de détecter des produits d’addition. Une deuxième étude par spectrométrie de 
masse, dans des conditions plus diluées, a donc été effectuée. Dans le cas de la Fmoc-
cystéine, deux produits d’addition ont pu être observés : un mono- et un di-adduit. Tandis que 
dans le cas du glutathion, seul le mono-adduit a pu être détecté. La masse des composés 
obtenus laisse à penser que la capture de ces nucléophiles se fait par une addition de type 
Michaël sur l’intermédiaire réactif de type ortho-quinone.  
La deuxième étape de cette validation a été la capture d’une protéine clé de la voie de 
biosynthèse des flavonoïdes : la LDOX. Dans un premier temps, nous avons mis au point un 
protocole efficace de capture de cette dernière à l’aide de la sonde A1 en conditions 
oxydantes. Ensuite, une analyse par Western Blot, nous a permis de confirmer la formation 
d’un lien covalent entre notre sonde et la protéine. Enfin, le rendement de capture de la 
LDOX a été évalué à l’aide d’une gamme étalon sur gel d’électrophorèse. Ce rendement est 








A ce stade, une étude de la sélectivité de nos sondes a été entreprise. Pour ce faire nous avons 
mis la LDOX en compétition avec une protéine ne présentant pas d’affinité particulière pour 
nos fonctions d’affinité : la BSA. Nous avons alors constaté que nos sondes catéchine ou 
épicatéchine étaient capables de capturer la LDOX de façon majoritaire dans ces conditions. 
Ceci nous a donc permis de mettre en évidence la sélectivité de nos sondes pour cette 
dernière.  
Finalement, des études préliminaires ont été menées dans le but de visualiser le site de 
fixation de nos sondes sur la LDOX. Ces études ont été effectuées à l’aide de notre sonde A 
version catéchine. Cependant, malgré de nombreuses analyses effectuées, nous ne sommes 
pas en mesure de dire où se fixe la sonde sur la LDOX. Des études supplémentaires sont donc 
à réaliser en tenant compte des différents points mis en relief lors de ces premiers tests, à 
savoir l’utilisation de protocoles compatibles avec les analyses de masse, la mise au point 
d’un procédé de décrochage compatible avec la stabilité de la LDOX et la recherche de 
procédés permettant de mieux détecter notre sonde fixée à un peptide dans un mélange 
peptidique complexe. 
 
Ce premier type de sonde a permis d’obtenir des résultats encourageant. Néanmoins, nous 
avons souhaité développer un deuxième type de sondes basé sur une structure plus classique. 
Ces sondes utilisent cette fois-ci une fonction réactive indépendante de la fonction d’affinité : 
un groupement photoactivable de type azoture d’aryle.  La synthèse de ces sondes ainsi que 





Développement de sondes 
photoactivables : sondes B 




Dans le chapitre précédent, nous avons développé des sondes bifonctionnelles dans lesquelles 
le flavanol fait à la fois office de fonction d’affinité et de fonction de réactivité. Ces sondes, 
activables par oxydation, nous ont permis de capturer notre protéine modèle : la LDOX. 
Cependant, le rendement de capture de cette protéine parait assez faible pour l’application à 
des mélanges plus complexes dans lesquels les protéines d’intérêt sont présentes en très petite 
quantité. Dans la littérature, lorsque la fonction d’affinité n’est pas capable de se lier de façon 
covalente à la protéine cible ou qu’elle n’est pas suffisamment efficace pour la capture de 
protéine, une alternative est possible et réside dans l’introduction d’une fonction réactive 
indépendante. Dans ce chapitre, après un bref état de l’art, nous décrirons la synthèse de 
sondes trifonctionnelles utilisant les flavanols comme fonctions d’affinité et un azoture 
aromatique comme fonction réactive. Puis nous décrirons la comparaison des essais de 
capture effectués sur la LDOX avec les sondes activables par oxydation, sondes A, et les 




Au cours de ces dernières années, le développement de sondes photoactivables est l’une 
des approches les plus utilisées pour l’analyse d’interaction protéine/protéine ou 
protéine/petite molécule bioactive. Cette stratégie repose sur l’exploitation de l’affinité entre 
un ligand et une famille de protéine et/ou une protéine cible. Par synthèse organique, le ligand 
va être modifié et couplé à un groupement photoactivable, ou photoréactif, pour former une 
sonde d’affinité capable de reconnaitre et de capturer de façon covalente la ou les protéines 
cibles. 
 
1. Groupements photoactivables  
 
Les éléments photoactivables sont des molécules chimiques qui, sous irradiation, vont générer 
une espèce réactive capable d’établir une liaison covalente avec les molécules situées à leur 
périphérie. Ces composés photoactivables se doivent de satisfaire à certains critères pour être 
utilisés dans des essais de capture de protéine : 
- être stables dans les conditions d’utilisation (tampon, pH, lumière) 
- être inerte vis-à-vis du matériel biologique en absence d’activation 
- le groupement sous sa forme activée doit réagir avec n’importe quel groupement 
avoisinant, y compris les liaisons C-H ou C-C, pour établir une liaison covalente  




- être activable à une longueur d’onde supérieure à 300 nm (les protéines étant très 
sensibles aux UV à longueurs d’ondes courtes). 
 
a. Différents groupements photoactivables disponibles 
 
Depuis les années 60, de nombreux groupements photoactivables ont été utilisés et 
développés pour le marquage de protéines. En 2007, E. Vodovozova décrit la chronologie 
d’apparition de ces composés pour le marquage de protéines et les classe en 4 grands groupes 
en se basant sur leur mode d’activation (Figure 57).144 
 
 
Figure 57. Chronologie de première utilisation de différents groupements photoactivables pour le marquage de 
protéines.144 
 
Les groupements les plus utilisés pour la capture de protéines par des sondes d’affinité 





 Les dérivés benzophénones 
 
En 1973, R. Galardy et al. décrivent pour la première fois l’utilisation de benzophénones pour 
la conception de sondes photoactivables utilisées pour les études d’interaction ligand-
récepteur. L’irradiation de la fonction benzophénone s’effectue à 320-350 nm et conduit à la 













formation d’un carbonyle biradicalaire. Cet intermédiaire réactif pourra alors former un lien 
covalent en s’insérant dans une liaison C-H de la protéine (Schéma 28).145 
 
 
Schéma 28. Activation des benzophénones et formation du lien covalent. 
 
Les principaux avantages de ce type de dérivés est qu’ils sont très peu réactifs vis-à-vis de 
l’eau et leur état intermédiaire est réversible. En effet, si à l’état excité la benzophénone ne 
rencontre pas de proton accessible, celle-ci reviendra dans son état fondamental et pourra de 
nouveau être activée. Cependant ces dérivés sont relativement coûteux et le temps 
d’irradiation nécessaire à une capture efficace peut être long et donc nuisible pour le matériel 
biologique.   
 
 Les dérivés trifluoromethyldiazirines 
 
En 1973, R. Smith et J. Knowles décrivent l’utilisation de 3-aryldiazirines comme éléments 
photoactivables pour le marquage de protéines d’intérêt. L’irradiation de la fonction diazirine 
à 350-360 nm entraine la formation d’un carbène. Ce composé radicalaire très réactif va 
rapidement créer un lien covalent avec la protéine la plus proche via son insertion dans des 
liaisons C-C, C-H, O-H ou encore X-H (X = hétéroatome).
146
 Une réaction secondaire 
indésirable est également observée lors de l’activation des composé diazirine : une diazo-
isomération. Celle-ci entraine l’inactivation du composé et donc une perte de son efficacité. 
L’introduction d’un groupement trifluorométhyle sur le cycle diazirine permet de stabiliser le 





Schéma 29. Activation des diazirines et formation du lien covalent. 
 




L’avantage de ces composés est qu’ils sont activables à de longues longueurs d’ondes UV, ce 
qui limite les dommages causés aux systèmes biologiques. Ils sont stables dans les conditions 
dans lesquelles ils sont utilisés pour la capture de protéines et le carbène généré, très réactif, 
se lie rapidement avec n’importe quel résidu avoisinant. Cependant ces composés possèdent 
également certains inconvénients : 
- ils sont sensibles à la lumière 
- ils réagissent avec l’eau et l’oxygène 
- la synthèse du groupement est fastidieuse et les dérivés commerciaux « prêt à 
l’emploi » sont onéreux. 
 
 Les azotures aromatiques 
 
Ces groupements sont parmi les plus anciens à avoir été utilisés pour la capture ou le 
marquage de protéines d’intérêt. En 1969, Fleet et al. décrivent pour la première fois 
l’utilisation d’azotures aromatiques pour le marquage d’anticorps.148 Sous irradiation UV, aux 
alentours de 300 nm, ces composés génèrent un intermédiaire réactif radicalaire : un nitrène. 
Ce dernier va être capable de s’insérer dans les liaisons C-H, N-H ou entre C-C de molécules 




Schéma 30. Activation des azotures aromatiques et formation du lien covalent. 
 
Ces groupements sont très utilisés car ils sont faciles d’accès et réalisables à faible coût. Ils 
sont relativement stables dans les conditions d’utilisation et inertes vis-à-vis du matériel 
biologique. Le diradical nitrène réagit rapidement avec les molécules avoisinantes. 
Cependant, ces composés ont également certains inconvénients : 
- le nitrène généré évolue vers des états intermédiaires responsables de réarrangements 
et de réactions secondaires non désirées. 
- ils peuvent réagir avec l’eau et l’oxygène. 
 
Nous pouvons remarquer qu’il n’y a pas de groupement photoactivable "idéal" et chacun 
possède ses avantages et ses inconvénients. Pour notre étude, nous avons choisi d’utiliser un 




groupement azoture aromatique. Ce dérivé, facile d’accès, a fait ses preuves pour la capture 
de protéine et semble donc adapté pour notre stratégie. 
 
b. Les azotures aromatiques en détail 
 
Au cours de ces dernières décennies, la photochimie des azotures aromatiques a été très 
étudiée et de nombreux ouvrages sont parus sur ce sujet.
149-152 L’activation de ces composés 
dans des solvants organiques ne conduit pas à la formation des adduits désirés mais à la 
polymérisation du dérivé azoture. En 1966, W. Doering et R. A. Odum décrivent l’obtention 
d’un adduit lors de la photolyse du phénylazoture dans la diéthylamine. L’adduit se présente 
sous la forme d’un azépine portant un groupement diéthylamine en ortho de l’azote du cycle 
(Schéma 31). Un intermédiaire 1,2-didéhydroazépine issu de la transformation du double 





Schéma 31. Formation de l’adduit didehydroazépine. 
 
Des études par RPE, UV-vis et IR et plus récemment par « Laser Flash Photolysis » (LFP) ont 
permis de mettre en évidence la présence de plusieurs états intermédiaires après irradiation 
des azotures aromatiques (Schéma 32).
154
 





Schéma 32. Activation des azotures aromatiques : mécanisme et intermédiaires réactionnels.152 
 
Lors de l’irradiation de l’azoture 66, ce dernier génère un nitrène à l’état singulet excité 67# 
avec dégagement d’azote. Ce composé va se réarranger et conduire à la formation d’un cycle 
didéhydroazépine 68 selon deux mécanismes en compétition. Dans un premier cas, le 
réarrangement s’effectue à l’état excité en passant par un intermédiaire benzazirine 69# 
instable qui évolue spontanément vers la didéhydroazépine 68
# 
excitée. Cette dernière va se 
relaxer et revenir à son état fondamental. Dans un deuxième cas, le nitrène singulet excité 67
#
 
va directement revenir à son état fondamental avant de subir un réarrangement en deux étapes 
pour donner la didéhydroazépine 68.
152
 
Les espèces 67 et 68 sont celles qui vont former des adduits avec les molécules proches de la 
fonction réactive.
153
 La durée de vie du nitrène singulet à l’état fondamental 67 étant très 
courte, la forme azépine 68 est celle qui réagira de façon préférentielle.  
Une dernière espèce va être produite lors de l’activation de l’azoture : le nitrène à l’état triplet 
70. Ce composé va être en partie responsable de la perte d’efficacité de la fonction réactive. Il 
est généré à partir du nitrène singulet 67 par croisement intersystème (CIS).
152 
 
2. Utilisation pour la capture de protéines 
 
Les azotures aromatiques sont des fonctions réactives très utilisées pour la capture de 
protéines et plus particulièrement dans les stratégies ABPP.  Certaines sociétés spécialisées 




dans l’étude de protéines ont commercialisé ce type de dérivés, comme la société Caprotec® 




En 2011, Fisher et al. décrivent l’utilisation d’une sonde biotinylée 72 comportant une 
staurosporine comme fonction d’affinité et un phenylazoture comme fonction réactive pour 
l’étude de kinases (Figure 58).157 Ces études de capture ont été menées sur 400 µg d’un extrait 
brut de protéines  issu de cellules cancéreuses de foie (HepG2) et ont permis la capture de 98 




Figure 58. Structure de la sonde d’affinité 72. 
 
D’autres études récentes présentent également l’utilisation de dérivés phénylazoture pour 
l’étude d’interaction enzyme/substrat. C’est le cas de Schofield et al. qui, en 2010, décrivent 
les travaux effectués sur l’étude de l’interaction de fragments peptidique issu d’un facteur de 
transcription induit en conditions hypoxiques (HIF-1) et le complexe von Hippel Lindau 
elongin C/B (VCB). Par cette étude, les adduits entre les sondes et le complexe d’intérêt ont 
été clairement mis en évidence par spectroscopie de masse et par Western Blot. Des analyses 
de capture ont également été menées sur des extraits bruts de protéines et montrent un 
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La synthèse de la sonde B a été réalisée via une succession de couplages entre les différentes 
unités d’intérêt, biotine (73), catéchine ou l’épicatéchine modifiée (42a et 42b) et azoture 
(74), autour d’un élément d’ancrage trifonctionnel, ici la cystéine (26) (Figure 59). 
 
 
Figure 59. Assemblage des éléments constitutifs des sondes B. 
 
1. Synthèse de la fonction réactive 
 
La synthèse de la fonction réactive 74, décrite initialement par Schofield et al.
92  
a tout 
d’abord été effectuée en quatre étapes avec un rendement global de 32 %. Une 
monoprotection à l’aide d’un groupement ter-butoxycarbonyle (Boc) de la para-
phénylènediamine (75),
158 suivie par l’addition de l’anhydride maléique sur l’amine libre du 
composé 76, précédemment formé avec un rendement de 80 %, conduit au composé 77 avec 
un rendement de 86 %. Le groupement arylamide de ce composé est alors cyclisé pour donner 
le composé 78 avec un rendement de 79 %. Une dernière étape de déprotection du 
groupement Boc suivie d’une réaction de diazotation puis d’une substitution nucléophile 
aromatique permet l’introduction de la fonction azoture et l’obtention du composé 




























Schéma 33. Synthèse de la fonction réactive. 
 
2. Synthèse des sondes B1 et B2 
 
a. Synthèse autour de la S-benzyl-cystéine 
 
Afin de pouvoir fixer les différentes fonctions de la sonde sur la cystéine (26), cette dernière 
doit être protégée de façon orthogonale. Nous avons tout d’abord choisi la Boc-S-Benzyl-L-
cystéine (79) comme unité de départ de notre synthèse. Cette cystéine possède une fonction 
thiol, nécessaire à la fixation de la fonction photoactivable, protégée par un groupement 
benzylique et clivable par hydrogénation catalytique, une fonction amine nécessaire à la fixation 
de la catéchine modifiée, protégée par un groupement Boc, clivable en milieu acide, et une 
fonction acide carboxylique non protégée qui permet la fixation de la chaine PEG 53. L’accès aux 
sondes B (80a et 80b) est envisagé selon le schéma de rétrosynthèse décrit ci-après (Schéma 34). 
 
 
Schéma 34. Stratégie de rétrosynthèse pour l’accès aux sondes B à partie de la S-benzyl-cystéine (79). 
 




La chaine polyéthylène glycol monoprotégée 53 a été couplée à la N-Boc-S-benzyl-L-cystéine 
(79), préalablement activée grâce à deux agents de couplage, le 1-ethyl-3-(3-
dimethylaminopropyl)carbodiimide (EDCI) et l’hydroxybenzotriazole (HOBt) en présence de 
diisoéthylpropylamine (DIEA) dans du dichlorométhane distillé.
159 
Dans la littérature, il est 
décrit que la débenzylation de la Boc-cystéine peut-être effectuée à l’aide de formiate 
d’ammonium en présence de zinc pour obtenir la cystéine correspondante avec un rendement 
de 90 %. Le composé 81 obtenu avec un rendement de 83 % a alors été soumis à différents 
essais de débenzylation selon le protocole décrit par Srinivasa et al.
160 
Cependant dans notre 
cas, la déprotection du groupement benzylique n’a pas été observée et ce malgré plusieurs 
essais d’ajustement (Schéma 35). 
 
 
Schéma 35. Synthèse de la sonde B à partir de la Boc-S-benzyl-L-cystéine (79). 
 
b. Synthèse autour de la cystine 
 
Une alternative à ce problème de déprotection a été de s’affranchir du groupement protecteur 
benzylique en le remplaçant par une protection masquée : un pont disulfure. En utilisant la 
cystine 87 comme unité centrale de fixation, nous pouvons faire une synthèse symétrique de 
notre squelette de sonde et libérer la fonction thiol au moment désiré à l’aide d’un simple 
traitement réducteur et ainsi générer le composé 82. Cette déprotection se fait sans toucher les 
autres groupements protecteurs ou fonctions présentes sur la molécule. L’accés aux sondes B 
80a et 80b, à partir du composé thiolé 82, se déroule selon le schéma de rétrosynthèse 34 
(Schéma 36).  
 





Schéma 36. Stratégie de rétrosynthèse pour l’accès aux sondes B à partie de la Boc2-cystine 27. 
 
A partir de la chaine monoprotégée 53, un double couplage sur la Boc2-cystine (87), 
préalablement activée à l’aide d’agents de couplage, l’O-benzotriazole-N,N,N’,N’-
tetramethyl-uronium-hexafluoro-phosphate (HBTU) et HOBt, en présence de DIEA dans un 
mélange tétrahydrofurane/dichlorométhane anhydre, a été effectué avec un rendement de 
54 %. Le composé 88 ainsi formé a ensuite été réduit au dithiotriétol (DTT) en présence de 
triéthylamine dans du chloroforme préalablement inerté.
161 
Le composé thiolé 82 obtenu est 
alors couplé via une addition de Michaël à la fonction réactive 74.
162 
La déprotection de la 
fonction trifluoroacétate du composé 83, ainsi obtenu, a ensuite été tentée. Classiquement, la 
fonction trifluoroacétate est déprotégée en conditions basiques. Dans la littérature, différentes 
bases, telles que l’ammoniaque ou le bicarbonate de potassium, sont décrites pour l’obtention 
des produits de déprotection avec de bons rendements.
142,163
 Nous avons donc testé ces 
différentes méthodes qui ont abouti à la dégradation du matériel engagé (Schéma 37). 
 
 





Schéma 37. Synthèse du corps des sondes B autour de la Boc2-cystine (87) et fixation de la fonction réactive 74. 
 
Une étude de la fonction réactive 74 a permis de mettre en évidence son instabilité en milieu 
basique. Cette instabilité est également notée par Schofield et al. lors de l’utilisation de cette 
fonction en présence de pipéridine.
92 L’introduction de la fonction de réactivité sur la sonde 
d’affinité lors de la dernière étape a donc été envisagée. Par conséquent, nous avons choisi de 
changer l’ordre de fixation des différents éléments sur le squelette central et de fixer la 
biotine, stable en milieu réducteur et acide, avant les autres fonctions (Schéma 38). 
 
 
Schéma 38. Synthèse des sondes B autour de la Boc2-cystine – fixation de la biotine. 
 




Le composé 88 a alors été déprotégé en présence de carbonate de potassium dans un mélange 
méthanol/eau pour donner le composé 89 avec un rendement de 80 %. Ce composé a été 
couplé à la biotine, préalablement activée à l’aide de PyBOP en présence de DIEA dans du 
DMF anhydre. Le composé 90, obtenu avec un rendement de 61 %, est réduit à l’aide de DTT 
en présence de triéthylamine dans un mélange THF/méthanol. Le composé thiolé 91 est 
ensuite engagé dans une réaction de Michaël et permet ainsi la fixation de la fonction réactive 
sur la molécule avec un rendement quantitatif. Enfin, la déprotection du groupement Boc du 
composé 85, préliminaire à la fixation de la catéchine modifiée, a été réalisée, suivie d’une 
lyophilisation afin d’éliminer l’excès d’acide trifluoroacétique (Schéma 39). 
 
 
Schéma 39. Synthèse des sondes B autour de la Boc2-cystine – fixation de la fonction réactive. 
 
La fixation de la lactone-catéchine 32a sur le composé 92 en présence de DIEA a ensuite été 
entreprise. Les tentatives d’introduction du dernier élément fonctionnel sur la sonde B n’ont 
pas abouti, et ce malgré différents essais. La présence d’une fonction ammonium et non d’une 
amine primaire dans ces conditions de réaction a alors été supposée et un lavage au 
bicarbonate de sodium a été effectué. L’efficacité du traitement sur l’élimination du sel de 




TFA a été suivie par analyse RMN du fluor jusqu’à disparition complète du signal du fluor 
sur le spectre. Une dernière tentative de couplage dans du DMF anhydre a été réalisée, tout 
d’abord à température ambiante puis en augmentant la température à 50 °C et finalement en 
réalisant plusieurs cycles d’activation par microondes à 50 W et 50 °C, sans résultat (Schéma 
40). Dans tous ces essais, l’amine de la cystéine n’a pas réagi avec la lactone polyphénolique. 
 
 
Schéma 40. Synthèse de la sonde B - fixation de la fonction d'affinité.  
 
L’encombrement stérique et la présence de liaisons hydrogènes entre l’amine libre et le reste 
de la chaine pourrait expliquer le manque de réactivité de l’amine présente sur la cystéine. 
Pour pallier à ces inconvénients, la déprotection des groupements Boc est réalisée au niveau 
du composé 90, suivi d’un lavage en conditions basiques et de l’introduction d’un espaceur. 
L’acide 6-(Fmoc-amino)hexanoïque a ainsi été couplé au composé 93, précédemment obtenu, 
via une réaction de couplage avec un rendement de 64 % (Schéma 41).  
 





Schéma 41. Synthèse des sondes B - introduction de l'acide 6-(Fmoc-amino)hexanoïque. 
 
Après déprotection des groupements fluorenylmethyloxycarbonyles (Fmoc) du composé 94 à 
l’aide d’une solution de pipéridine dans du DMF, le composé diaminé 95 ainsi généré, avec 
un rendement de 67 %, a été mis en réaction avec la lactone-catéchine (32a). Ici encore le 
couplage n’a pas lieu (Schéma 42).  





Schéma 42. Synthèse de la sonde B1 - fixation de la fonction réactive via un espaceur sur le composé symétrique 95. 
 
Ici, le composé 95 est une grosse molécule capable de repliements intramoléculaires et qui 
pourrait « s’empiler » sur elle-même. Ces conformations possibles peuvent être stabilisées par 
des liaisons hydrogènes et des interactions non covalentes. Les amines libres de notre 
composé pourraient être alors difficiles d’accès, d’autant plus que l’électrophilie de la lactone 
32a est un peu faible. Une étape de clivage du pont disulfure en milieu réducteur est alors 
effectuée avant la fixation de la lactone. Afin d’éviter la reformation de ce dernier, le composé 




97 n’est pas isolé et le couplage avec la lactone 32a est réalisé in situ après simple 
évaporation des solvants et volatiles et la reprise du composé dans du DMF anhydre.  
Devant le succès de cette étape, la décision a alors été prise d’introduire la fonction réactive 
74 directement dans le milieu, après confirmation de la disparition complète de la lactone et 
du composé 97 par suivi CCM. Cette sonde finale catéchine appelée sonde B1 (80a) a ainsi 
été obtenue avec un rendement global sur ces trois dernières étapes de 34 % (Schéma 43). 
Selon le même mode de synthèse, la sonde version épicatéchine appelée sonde B2 (80b) a 
également été réalisée avec un rendement global sur les trois dernières étapes de 12 %. 
 
 
Schéma 43. Synthèse finale des sondes B1 et B2. 
 
Une fois la synthèse des sondes B achevée, nous avions besoin de vérifier que notre 
groupement azoture est bien activé sous irradiation. Pour cela, nous avons choisi de réaliser 




une étude UV de la sonde B version catéchine (B1). Cette étude a pour but d’avoir une 
meilleure idée du maximum d’absorption de nos sondes et de pouvoir ainsi choisir la lampe la 
plus adaptée, en matière de puissance et d’irradiation, pour nos expériences de capture 
futures. 
 
3. Activation de l’azoture 
 
a. Rappel sur la fonction réactive 
 
Le groupement N3, ou groupement azoture, est connu pour sa capacité à former un double 
radical nitrène sous irradiation UV. Ce double radical est extrêmement réactif et va s’insérer 
ou s’additionner sur un large panel de liaisons moléculaires. De plus, s’il est porté par un 
groupement phényle, une réaction d’extension de cycle peut conduire à un nouveau cycle 
réactif qui est engagé soit dans des réactions d’additions nucléophiles (ex. avec des amines 
primaires), soit dans des réactions d’insertion dans des liaisons C-H (Figure 60).155 
 
 
Figure 60. Réactions possibles après activation d'un azoture. 
 
b. Spectres d’absorption UV de la sonde B1 et suivi d’irradiation 
 
Une solution à 7 µM de sonde B1 dans de l’éthanol est placée dans une cuve de 1 mL en 
quartz. Le spectre d’absorption de cette solution est enregistré sur un spectromètre UV-visible 
(Perkin-Elmer Lambda 19)  en prenant l’éthanol comme référence (Figure 61).164 





Figure 61. Spectre d'absorbance UV de la sonde B1. 
 
Nous pouvons remarquer que notre sonde possède un maximum d’absorption à 266 nm. En 
accord avec ce spectre d’absorption, nous avons choisi d’utiliser une lampe à filtre de type 
photolyse (VL-215.MC, Vilbert Lourmat). En fonction des caractéristiques de cette lampe, 
nous avons préféré irradier nos échantillons à 312 nm plutôt qu’à 254 nm, pourtant plus 
proche de notre maximum d’absorption. Ce choix a été fait pour différentes raisons inhérentes 
à la lampe utilisée : 
- L’irradiance à 312 nm est plus importante que celle à 254 nm (1,8 mW.cm-2 à 312 nm 
contre 0,93 mW.cm
-2
 pour une distance de 15 cm). 
- Le spectre d’irradiation à 312 nm est plus large que celui à 254 nm. 
De plus, l’irradiation à 254 nm entraine la dénaturation des protéines. Nous avons donc 
préféré choisir une irradiation à une longue d’onde plus longue (de type longueur d’onde 
moyenne) à laquelle les protéines présentent une sensibilité moindre. 
 
L’irradiation de notre sonde a été effectuée dans une cuve en quartz de 1 mL sur une solution 
à 7 µM dans de l’éthanol. Cette cuve a été placée dans de la glace fondante à une dizaine de 
centimètres de la source d’irradiation. L’irradiation a été réalisée dans une pièce noire et des 
mesures ont été faites toutes les 2 minutes jusqu’à t = 8 minutes, puis deux mesures 













Figure 62. Suivi de l’absorbance UV de la sonde B1 sous irradiation à 312 nm. 
 
Nous remarquons un changement rapide du spectre d’absorbance de la sonde B1. En effet, en 
deux minutes l’absorbance de notre solution, à son maximum, passe d’environ 0,6 à 0,5 alors 
qu’elle n’atteindra 0,4 qu’au bout de 30 minutes d’irradiation. De plus, le maximum 
d’absorbance est progressivement décalé vers les basses longueurs d’onde avec une tendance 
à l’aplanissement du spectre UV. Ce suivi permet de valider la méthode d’irradiation utilisée 
et de noter qu’une irradiation d’une dizaine de minute semble suffisante pour activer notre 
fonction réactive 74 de façon efficace. Des essais de capture de la LDOX avec cette sonde 
photoactivable ont donc été réalisés. 
 
III. Application à la capture de la LDOX 
 
L’étude de capture de la LDOX à l’aide de la sonde B1 a été faite en comparaison avec la 
capture de la LDOX par la sonde A1. Cette comparaison présente deux principaux avantages : 
tout d’abord, elle permet la réalisation d’un témoin positif, ainsi, en cas d’échec de capture de 
LDOX par la sonde B1, l’intégrité de la protéine, avant l’activation de la sonde, ne pourra être 
mise en cause. Enfin, comme les deux sondes seront testées en parallèle sur le même lot de 
protéine et les résultats de capture analysés sur le même gel d’électrophorèse, il nous sera 
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1. Stabilité de la LDOX dans les conditions d’activation de l’azoture 
 
Les radiations UV peuvent entrainer la dégradation des protéines par différents mécanismes 
directs ou indirects. De par leur constitution, les protéines sont sensibles aux irradiations UV 
et tout particulièrement aux irradiations à longueur d’onde courtes (< 300 nm). Les principaux 
éléments responsables de cette sensibilité sont les liaisons peptidiques, dont la région 
d’absorption UV est comprise entre 190 et 210 nm, et les acides aminés possédant des 
chromophores tels que les acides aminés aromatiques (phénylalanine, tryptophane et tyrosine) 
mais également la cystéine et l’histidine. Ces acides aminés possèdent des maxima 
d’absorption situés entre 211 (histidine) et 280 nm (phénylalanine).165 Lors de l’exposition à 
des radiations UV à longueurs d’onde dites moyennes (entre 280 et 315 nm), ces acides 
aminés seront principalement impliqués dans le processus de dégradation des protéines.
166,167 
 
Compte tenu de ces informations et afin de réaliser la capture de la LDOX dans les meilleures 
conditions, nous avons réalisé un suivi d’irradiation de la LDOX dans les conditions 
d’utilisation de nos sondes B dans le but de déterminer le temps maximal auquel nous 
pouvions irradier notre protéine.  
 
LDOX                              suivi par SDS-PAGE 
 
Un prélèvement de la solution irradiée est effectué toutes les 5 minutes et les prélèvements 
sont déposés sur gel d’électrophorèse. Des prélèvements sont égalements effectués sur de la 
LDOX non irradiée placée à 0 °C (Figure 63). Ce dernier gel constitue notre témoin. 
 
 
Figure 63. Gel SDS-PAGE du suivi d’irradiation de la LDOX à 312 nm à 0 °C (A) et témoin LDOX laissé à 0 °C sans 
irradiation (B). Coloration au Bleu de Coomassie®. 
 
Cette expérience nous a permis de mettre en évidence la dégradation de la LDOX à 312 nm. 
Cette dégradation est déjà engagée au bout de 5 minutes où nous remarquons l’apparition 
d’une nouvelle bande située en dessous de la LDOX. Le nombre de nouvelles bandes 
312 nm
0 °C 




augmente au fur et à mesure de l’irradiation et plus de la moitié de la LDOX est dégradée en 
une demi-heure. Le temps d’irradiation maximum de la LDOX, en fonction de ce test, a été 
évalué aux alentours de 15-20 minutes.  
 
2. Etude comparative de capture de la LDOX par les sondes A et B 
 
a. Premier essai 
 
Dans un premier temps, 21 µg de LDOX (2 µM, 1 équivalent) ont été mis à incuber pendant 
30 minutes en présence de 0,5 µg de sondes catéchine A1 ou B1 (2,5 µM, 1,25 équivalents) 
dans 250 µL de tampon phosphate. Passé ce temps, les sondes sont activées par ajout d’une 
solution de NaIO4 à une concentration finale de 1mM, dans le cas de la sonde A1, ou sous 
irradiation UV à 0 °C pendant 20 minutes, dans le cas de la sonde B1. Après l’ajout d’une 
solution réductrice de DTT à une concentration finale de 50 mM, les complexes covalents 




Streptavidin C1). Différents lavages sont alors réalisés afin d’éliminer les protéines 
retenues de façon non covalente. Une dernière étape d’élution en condition dénaturantes 
(30 µL, tampon Laemmli, 95 °C) permet de décrocher les complexes des billes magnétiques 
puis un tiers de la solution (10 µL) est déposée sur gel d’électrophorèse (Figure 64).   
 
 
Figure 64. Gel SDS-PAGE du premier essai de capture de la LDOX avec la sonde A1 versus la sonde B1 (coloration au 
nitrate d’argent). Lesignal observé aux alentours de 20 kDa correspond à un défault de coloration au nitrate d’argent. M : 
marqueurs de taille ; 1 : LDOX + NaIO4 ; 2 : LDOX + UV ; 3 : LDOX + sonde A1 ; 4 : LDOX + sonde B1 ; 5 : LDOX + 
sonde A1 + NaIO4 ; 6 : LDOX + sonde B1 + UV. 
 
Premièrement, nous noterons que l’essai de capture de la LDOX avec la sonde A1 est toujours 
reproductible et efficace (piste 5). Deuxièmement, les conditions de lavages utilisées 
permettent bien d’éliminer les interactions non spécifiques (pistes 1, 3 et 4). Nos contrôles 
positifs et négatifs ont donc été validés. Enfin, les conditions de capture de la LDOX avec la 




sonde B1 n’ont pas permis de retenir significativement la LDOX dans cet essai (piste 6). Dans 
cet essai les échantillons à irradier sont placés à une quinzaine de centimètres de la source 
d’irradiation et n’ont pas pu être agités pendant la durée de l’expérience. Ces paramètres ont 
une grande influence sur l’activation de la fonction réactive et peuvent expliquer l’absence de 
capture de la LDOX par la sonde B1. Les conditions d’irradiation (temps, distance des 
échantillons par rapport à la source, agitation des échantillons lors de l’irradiation) ont donc 
été modifiées pour être optimisées. 
 
b. Deuxième essai 
 
Ce nouvel essai a été réalisé en positionnant les échantillons à irradier au plus proche de la 
source d’irradiation (environ 1 cm) dans un système d’agitation refroidissant (Thermomixer 
confort®, Eppendorf). Basé sur les observations réalisées dans le chapitre précédent 
(cf. Chapitre 2. III.2.a.), la quantité de sonde et la concentration du milieu ont également été 
augmentées. Environ 1 µg de sonde A1 ou B1 est utilisé pour la capture de la LDOX dans un 
volume totale de 100 µL. Le temps d’incubation entre les sondes et la protéine est maintenant 
de 3 heures, les réactions d’activation ont été réalisées en parallèle et, afin de stimuler 
l’activation de la sonde A1, une concentration cinq fois plus importante en NaIO4 est utilisée. 
Enfin, de l’ascorbate de sodium à une concentration finale de 50 µM est ajouté dans les 
contrôles où les sondes sont présentes mais non activées (Figure 65). 
 
 
Figure 65. Gel SDS-PAGE du deuxième essai de capture de la LDOX à l'aide des sondes A1 et B1 (coloration bleu de 
Coomassie®). M : marqueurs de taille ; 1 : LDOX + NaIO4 ; 2 : LDOX + sonde A1 + Na Asc. ; 3 : LDOX + sonde A1 + 
NaIO4 ; 4 : LDOX + Na Asc. + UV ; 5 : LDOX + sonde B1 + Na Asc. ; 6 : LDOX + sonde B1 + Na Asc. + UV ; 7 : LDOX + 
sonde B1 + NaIO4. 
 
Premièrement nous noterons que dans cet essai, l’ensemble de nos contrôles négatifs est 
validé. La LDOX n’est retenue ni en l’absence de sondes (pistes 1 et 4), ni en l’absence 
d’activation (pistes 2 et 5). De plus, la LDOX est retenue de façon significative dans tous nos 
échantillons de capture : avec la sonde A1 activée à l’aide de NaIO4 (piste 3), avec la sonde B1 












activée par irradiation UV (piste 6) ou avec la sonde B1 activée par NaIO4 (piste 7). Cet essai 
semble indiquer que l’efficacité des sondes A et B pour la capture de la LDOX est 
sensiblement la même, quel que soit le mode d’activation utilisé. Or, nous savons que la 
fonction d’affinité de nos sondes peut être activée par l’oxygène résiduel du milieu. Nous 
nous sommes donc posé la question suivante : quelle est la réelle efficacité de capture de notre 
fonction réactive portée par les sondes B ?  Afin de répondre à cette question, une nouvelle 
expérience a été réalisée. 
  
c. Dernier essai de capture 
 
Cet essai a été réalisé dans les mêmes conditions de capture que précédemment. Ici, les 
sondes catéchine A1 et B1, mais également la sonde épicatéchine A2 ont été utilisées pour la 
capture de la LDOX. Pour cet essai, une solution d’ascorbate de sodium (Na Asc.) est ajoutée 
à une concentration finale de 50 µM dans les témoins négatifs (LDOX + sondes sans 
activation) et dans les échantillons de capture avec la sonde B1. Comme décrit dans le chapitre 
précédent (cf. Chapitre 2. III.2.a.) l’ascorbate de sodium permet de stabiliser les flavanols et 
d’éliminer toute oxydation non désirée. Le résultat de cet essai est visualisé sur gel 
d’électrophorèse et par Western Blot (Figure 66). 
 
 
Figure 66. Gel SDS-PAGE (coloration bleu de Coomassie®) et Western Blot des résultats de capture de la LDOX à 
l’aide des sondes A1, A2 et B1. M : marqueurs de taille ; 1 : LDOX + NaIO4 ; 2 : LDOX + sonde A1 + Na Asc. ; 3 : LDOX + 
sonde A1 + NaIO4 ; 4 : LDOX + sonde A2 + NaIO4 ; 5 : LDOX + UV + Na Asc. ; 6 : LDOX + sonde B1 + Na Asc. ; 7 : 
LDOX + sonde B1 + Na Asc. + UV ; 8 : LDOX + sonde B1 + Na Asc. + NaIO4. 
 
Nous noterons ici l’efficacité des lavages effectués (pistes 1 et 5) et la validation des contrôles 
négatifs, LDOX + sonde sans activation (pistes 2 et 6). L’ajout d’ascorbate de sodium permet 
de bien éliminer l’oxydation résiduelle des sondes qui pourrait entrainer une capture parasite. 
La quantité de LDOX capturée par les sondes en conditions oxydantes reste identique quel 
que soit la sonde utilisée (pistes 3, 4 et 8). L’ajout d’ascorbate de sodium dans l’essai de 
capture de la LDOX avec la sonde B1 sous irradiation permet de montrer la quantité de LDOX 

































réellement capturée à l’aide de l’azoture (piste 7). Nous noterons que cette quantité est 
nettement inférieure à la quantité de LDOX capturée en conditions oxydantes (par activation 
du catéchol présent sur la fonction d’affinité). L’analyse par Western Blot de ces mêmes 
échantillons nous permet de confirmer les résultats obtenus par gel SDS-PAGE et valide la 
présence de la sonde sur la protéine. La mesure des aires relative à l’intensité des spots 
présents sur gel SDS-PAGE, proportionnelles à la quantité de protéine présente sur le gel, 
nous permet de quantifier la différence relative de capture entre une méthode d’activation par 
oxydation et une méthode d’activation par UV : la capture par voie d’oxydation apparait comme 
étant 30 fois supérieur à la capture par voie d’irradiation (Figure 67). 
 
 
Figure 67. Mesure de l’intensité relative des bandes de LDOX capturée à l’aide du logiciel ImageJ 
 
Ici, il apparait que les sondes activées par oxydation sont étonnement plus efficaces pour la 
capture de la LDOX par rapport aux sondes photoactivables. Ces résultats pourraient être la 
conséquence de plusieurs facteurs. Le nitrène généré lors de l’activation de l’azoture peut être 
impliqué dans des réactions secondaires non désirées qui vont entrainer l’inactivation de la 
fonction réactive. Si ces réactions ont lieu avant que la fonction réactive n’ait pu être au 
contact de la protéine, il n’y aura pas formation du lien covalent entre ces deux dernières. De 
plus, si la conformation de la sonde est telle que l’azoture se trouve plus proche des différents 
constituants de celle-ci (polyphénol, biotine…) que de la protéine, le nitrène viendra former 
un lien covalent avec ces composés, inactivant la sonde d’affinité.  
 
d. Etude de capture sur un mélange LDOX/BSA 
 
Une dernière étude effectuée dans les conditions de captures précédemment décrites a été 
réalisée sur un mélange LDOX/BSA équimolaire. Pour cet essai, 21 µg de LDOX et 30 µg de 
BSA sont mis à incuber en présence d’environ 1 µg de sonde A1, A2 ou B1, soit 1 LDOX pour 
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1 BSA pour 1,8 sondes dans 100 µL de tampon Tris-HCl pendant 3 heures. Après activation 
et récupération des complexes formés, le protocole de lavage et d’élution permet la réalisation 
du gel d’électrophorèse ci-dessous (Figure 68) 
 
 
Figure 68. Gel SDS-PAGE de l’essai de capture de la LDOX en mélange avec la BSA par les sondes A1, A2 et B1. M : 
marqueurs de taille ; 1 : LDOX + BSA + sonde A1 + NaIO4 ; 2 : LDOX + BSA + sonde A2 + NaIO4 ;  3 : LDOX +  BSA + 
sonde B1 + Na Asc. + UV ; 4 : LDOX partiellement purifiée ; 5 : BSA. 
 
Les résultats de capture obtenus précédemment avec les sondes A sont reproductibles et ces 
sondes sont sélectives dans ces conditions vis-à-vis de la LDOX (pistes 1 et 2). Ici, la sonde B1 
ne capture plus la LDOX mais la BSA qui est visiblement retenue par cette sonde (piste 3). Ce 
résultat montre qu’en plus d’être plus efficaces les sondes A sont plus sélectives pour la LDOX 
que la sonde B. Ici, une autre question se pose alors : la structure de la sonde B rend-t-elle 
optimale la formation du lien covalent au sein du site actif de la LDOX ? En effet, si la fonction 
réactive est trop éloignée de la fonction d’affinité, alors la sonde ne capturera pas 
préférentiellement la protéine cible.
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 Ce nouveau problème soulevé n’est pas rencontré dans le 




La synthèse de sondes trifonctionnelles (2R,3S)-catéchine (80a ou sonde B1) et (2R,3R)-
épicatéchine (80b ou sonde B2) a été réalisée en une dizaine d’étapes avec des rendements 
globaux de respectivement 3% et 1%. Le corps de ces sondes a été synthétisé avec des 
rendements moyens à bons. La fixation du polyphénol sur le corps de la sonde a été le 
principal problème rencontré lors de cette synthèse, nous obligeant à introduire un espaceur 
supplémentaire. L’étape clé de fixation des polyphénols et de la fonction réactive, à partir du 
composé biotinylé 94, a été réalisée en un seul pot avec des rendements faibles à moyens 
selon le polyphénol engagé (Schéma 43). Une fois la synthèse des sondes B achevée, une 
étude UV de la sonde B1 a permis de valider une méthode d’irradiation nécessaire à 
l’activation de la fonction réactive.  












Nous avons ensuite effectué des tests de capture de notre protéine modèle : la LDOX, a l’aide 
de cette sonde. Pour cela une étude comparative de capture de la LDOX a été réalisée entre 
les sondes A et la sonde B1. Il s’est avéré, lors de cette étude, que la stratégie de capture par 
oxydation du flavanol de la sonde est plus efficace que celle impliquant la photoactivation du 
groupement azoture.  En effet, les sondes A, plus simples d’accès, capturent de façon 30 fois 
plus efficace la LDOX que la sonde B1 photoactivée. De plus, une étude de capture de la 
LDOX en mélange équimolaire avec la BSA a montré que les sondes A étaient plus sélectives 
vis-à-vis de la LDOX que la sonde B1 photoactivée.  
Ces différences d’efficacité et de sélectivité pourraient provenir de la grande réactivité du 
nitrène qui serait impliqué dans des réactions « parasites » notamment avec l’eau ou les 
constituants du milieu biologique, lorsqu’il est sous forme singulet, et avec l’oxygène dissout 
ou lui-même, lorsqu’il est sous sa forme triplet (cf. Chapitre 3. I.1.d.).151 De plus la structure 
de la sonde B1, de part la distance entre la fonction d’affinité et la fonction réactive, ne 
pourrait-elle pas entrainer une capture de protéine moins spécifique ? La capture préférentielle 
de la BSA part rapport à la LDOX dans un mélange équimolaire pourrait, de ce fait, être en 
partie expliquée par la différence de poids moléculaire entre ces deux dernières (environ 63 
kDa contre 43 kDa). La BSA serait donc statistiquement favorisée. Peut s’ajouter à cela, la 
différence de stabilité entre ces deux protéines à 312 nm. La LDOX est une protéine assez 
sensible. Les irradiations ne peuvent-elles pas affecter sa structure ? 
 
Pour valider ou infirmer ces hypothèses, il serait intéressant d’effectuer des tests de capture 
avec des petites molécules peptidiques et la sonde B1 à différentes longueurs d’ondes. Ceci 
nous permettrait de savoir si la longueur d’onde utilisée est la plus efficace et de mettre en 
évidence le nombre d’adduits susceptibles de ce former dans le milieu. De plus, la structure 
de la sonde peut être modulée : les différents espaceurs utilisés pourraient être raccourcis afin 
de rapprocher la fonction réactive et de la fonction d’affinité. Enfin, un changement de 
fonction réactive peut également être envisagé. Nous pourrions, par exemple utiliser un 
groupement benzophénone qui présente l’avantage de ne pas réagir avec l’eau ou l’oxygène, 
limitant ainsi les réactions secondaires possibles. 
 
 Le prochain chapitre sera consacré à l’utilisation de nos sondes pour l’enrichissement de 
mélanges de protéines complexes issus de Vitis vinifera en enzymes de la voie de biosynthèse  
des flavonoïdes. Toutefois, la sonde B1 ayant montré de moins bons résultats que les sondes 





Application de la 
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Après un bref rappel de la compostion de la baie de raisin et de la pellicule des baies, nous 
présenterons brièvement la cellule végétale. Puis nous nous intéresserons plus 
particulièrement aux méthodes d’extraction non déturantes utilisées pour l’obtention 
d’extraits riches en protéines à partir de matière végétale dans lesquelles les polyphénols sont 
abondants. Enfin nous décrirons les essais d’extraction effectués au laboratoire et la mise au 
point d’un protocole d’extraction compatible avec nos essais de capture. Finalement, nous 
présenterons les tests d’enrichissements réalisés à l’aide de nos sondes activables par 
oxydation A1 et A2 sur des extraits de protéines obtenus à différents stades de développement 
du raisin. 
 
I. Préparation des extraits protéiques 
 
1. De la pellicule aux extraits de protéines 
 
a. Description générale de la baie et composition de la pellicule du raisin 
 
Anatomiquement, la baie de raisin est composée du péricarpe, ou paroi du fruit (partie 
charnue) et des pépins (Figure 69). Le péricarpe est composé de trois tissus distincts :
7 
- L’épicarpe ou pellicule, partie externe du fruit 
- Le mésocarpe ou pulpe, partie juteuse du fruit 
- L’endocarpe, fine couche de cellules en contacts avec les pépins 
 
Figure 69. Représentation schématique de la structure d'une baie de raisin 
 
La pellicule est un tissu essentiel de la baie de raisin. Elle représente 6 à 12 % du poids de la 
grappe. Elle est recouverte de pruine qui lui donne son aspect velouté et constitue la barrière 
avec le milieu extérieur de la baie. La pellicule est également le lieu de synthèse et 
d’accumulation d’une majorité des composés d’intérêt œnologique tels que les anthocyanes, 




les proanthocyanidines ou en encore les molécules odorantes. Sous la pruine se trouve la 
cuticule, partie externe de la baie. Elle joue un rôle important dans la défense de la plante. La 
cuticule est un revêtement translucide et acellulaire constituée à 65 % d’acides 
polyhydroxyliques et d’acides gras (3 %) dont l’acide oléique.168 Après la cuticule se trouve 
l’épiderme, c’est une assise mono cellulaire composée de cellules cubiques. Elle joue un rôle 
important dans la croissance de la baie, de part sa déformabilité et son élasticité. Ensuite se 
trouve l’hypoderme, composé de plusieurs couches de cellules renfermant les matières 
colorantes et odorantes responsables, respectivement, de la couleur et du fruité du raisin. La 
pellicule contient également des tannins et des matières pectiques qui rentrent dans la 
composition des parois cellulaires.
169,170 
 
b. Description de la cellule végétale 
 
La cellule végétale est l’unité élémentaire qui constitue les organismes végétaux. Comme les 
cellules animales, elles comprennent un noyau entouré d’une membrane nucléaire, un 
cytoplasme dans lequel se situent les mitochondries, le réticulum endoplasmique, l’appareil 
de Golgi, les lysosomes et peroxysomes, les ribosomes, un cytosquelette et une membrane 
plasmique. Contrairement aux cellules animales, elles possèdent certains éléments 
spécifiques (Figure 70) :  
- une paroi cellulaire : réseau fibrillaire rigide, elle entoure la cellule végétale. Elle est 
composée d’une paroi primaire de nature pecto-cellulosique, d’une paroi secondaire 
constituée de cellulose et d’hemi-cellulose et est enrichie en lignine (rigidité), cutine et 
subérine (imperméabilité) et d’une lamelle moyenne constituée de matières pectiques. 
Cette dernière est commune à deux cellules contigües.
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- Une vacuole : poche intracellulaire, elle occupe 80 à 90 % du volume de la cellule. Elle 
joue un rôle important dans la croissance de la plante. Elle permet le stockage de l’eau 
mais aussi de solutés organiques, d’ions minéraux et parfois de pigments. C’est ici que se 
trouvent les anthocyanes et les tannins libres. 
- Les chloroplastes : capables de convertir l’énergie lumineuse en énergie chimique. Ils 











Figure 70. Représentation schématique d'une cellule végétale 
 
c. Extraction des protéines du matériel végétal 
 
Afin de pouvoir extraire les protéines du matériel végétal, il faut, dans un premier temps, le 
récolter. Une fois récolté, le matériel végétal peut rapidement se dégrader. Pour éviter ce 
phénomène, le matériel est directement congelé dans de l’azote liquide puis conservé à –80 °C 
jusqu’à son utilisation. Les étapes d’extraction à proprement parler vont se dérouler, de 
manière générale, selon les étapes décrites ci-dessous (Figure 71) : 
- Le broyage : cette étape va permettre de réduire le matériel en fines particules afin 
d’avoir une bonne surface de contact entre le tampon d’extraction et le matériel à extraire. 
Le broyage peut être fait manuellement à l’aide d’un mortier ou de façon mécanique à 
l’aide d’un broyeur. Le broyage se fait à très basse température (refroidissement à l’azote 
liquide) toujours pour préserver le matériel végétal de la dégradation.  
-  L’extraction : cette étape est réalisée à froid (≈ 4 °C). Le broyat obtenu à l’étape 
précédente va être mis à incuber dans une solution tampon. Cette solution contient 
plusieurs additifs nécessaires à une bonne extraction et à la conservation des protéines. Le 
tampon d’extraction peut être dénaturant ou non. Ici, nous parlerons seulement de 
protocoles non dénaturants compatibles avec la méthodologie ABPP envisagée. 
- La centrifugation : cette étape permet de séparer le liquide ou surnageant, contenant les 
protéines extraites, des débris cellulaires ou culot cellulaire. Elle est également réalisée à 






























Figure 71. Protocole général de l’extraction des protéines du matériel végétal. 
 
Lorsqu’il est envisagé d’extraire des protéines de matériel végétal tel que le raisin, il faut tenir 
compte d’un certain nombre de paramètres cruciaux : 
- L’accès aux protéines y est plus difficile que sur du matériel animal ou bactérien. En 
effet, la cellule végétale présente une paroi cellulaire en plus de sa membrane plasmique 
(cf. Figure 2. I.1.b.). Ceci implique qu’un broyage suffisamment efficace soit appliqué 
pour obtenir une poudre très fine avec un taux de casse cellulaire optimal. 
- Le tampon utilisé a également son importance. Le tampon utilisé ainsi que son pH 
doivent être judicieusement choisis afin de préserver l’intégrité de la structure tertiaire des 
protéines. La présence de détergeant (Tween, Triton X-100, SDS…) va permettre 
d’augmenter l’extractibilité des protéines et notamment des protéines membranaires en 
perturbant les interactions hydrophobes et en favorisant la dégradation des membranes. 
Cependant, cette concentration ne doit pas être trop importante afin de ne pas entraîner 
une dégradation des protéines. L’ajout d’anti-protéase dans le tampon, tels que le fluorure 
de  phénylméthylsulfonyle (PMSF), permet d’éviter la lyse protéique due à la libération 
des protéines jusque là contenues dans des compartiments cellulaires tels que les 
lysosomes. Des sucres, tels que le glycérol ou du sucrose, vont être ajoutés pour éviter la 
formation de cristaux de glace, préjudiciables à la conservation des protéines, dans le 
tampon lors de la congélation des échantillons. Des antioxydants tels que le DTT vont être 
également ajoutés afin de préserver les protéines de l’oxydation. 
- Dans des végétaux tels que le raisin, il faut tenir compte de la présence de polyphénols et 
notamment des tannins condensés. Ces molécules ont plusieurs particularités : en milieu 
oxydant, elles peuvent réagir avec les protéines avoisinantes et elles sont également 
capables de se complexer avec les protéines présentes dans le milieu. Or les agrégats 
tannins/protéines ne seront pas extraits par les tampons aqueux, causant une perte de 




















polyvinylpolypyrrolidone ou PVPP, polymère capable d’adsorber les polyphénols,172 dans 
le tampon d’extraction est une solution pour éliminer les polyphénols du milieu et ainsi 
limiter la perte de protéines. Cependant, la libération des polyphénols et leur mise en 
contact avec les protéines se fait dès le broyage. Nous pouvons alors nous demander si un 
ajout de PVPP à l’étape de broyage ne permettrait pas de limiter cette agrégation 
polyphénol/protéine au stade le plus précoce de l’extraction. 
 
Dans la littérature, des solutions à l’extraction des protéines de matériel végétal riche en 
polyphénols ont été décrites. Les études citées ci-dessous permettent l’accès à des extraits 
riches en protéines dans lesquels l’activité de ces dernières est préservée.  
 
En 2000, Famiani et al.
173 étudient l’extraction des protéines de baies de 
raisin de la variété Pinot noir (Vitis vinifera cv Pinot noir, Figure 72). 
Pour ce faire, ils utilisent une solution tampon alcaline de 2-amino-2-
methyl-1-propanol (AMPS) à 0,5 M, pH 10,8, additionné d’1 % de SDS, 
d’1 % de PEG et de 25 mM de DTT. Ici, le PVPP n’est pas utilisé, la 
limitation des interactions polyphénols/protéines est basée sur l’ajout de 
PEG, décrit comme pouvant limiter les intéractions 
polyphénols/protéines, ainsi que sur une concentration assez importante 
en détergeant qui permet une meilleure extractibilité des protéines mais également de limiter 
les interactions de type hydrophobe entre les polyphénols et les protéines. Un milieu alcalin à 
un pH de 10,8 permet d’avoir un effet tampon efficace vis-à-vis d’un milieu cellulaire 
particulièrement acide chez le raisin, mais aussi de faire passer les polyphénols sous leurs 
formes phénolates limitant ainsi la formation de liaisons hydrogènes entre les polyphénols et 
les protéines. 
 
En 2012, Vicenzi et al.
174 proposent un procédé d’extraction non 
dénaturant leur permettant d’arriver à une concentration en protéines de 
10 mg.ml
-1. Ce procédé d’extraction est appliqué sur des baies de raisin 
de la variété Erbaluce (Vitis vinifera cv. Erbaluce). Le tampon utilisé 
est un tampon Tris-HCl à 0,5 M pH 8,5, additionné de Triton X-100 
(1 %), de glycérol (20 %), de PVPP (5 %), de NaCl (2 M) et de β-
mercaptoéthanol (14 mM). Le procédé d’extraction est appliqué deux 
fois sur la poudre végétale. Après centrifugation, les surnageants sont regroupés, dialysés, 
Figure 72. Vitis vinifera 
cv. Pinot noir 
Figure 73. Vitis vinifera 
cv. Erbaluce 




lyophilisés et finalement repris dans de l’eau afin d’arriver à une concentration de 10 mg.ml-1. 
La solution tampon utilisée est également légèrement basique, toujours en raison d’une acidité 
importante de la poudre végétale issue de raisins et en particulier de raisins jeunes. Ici, par 
rapport à l’étude précédente, nous noterons le maintien de l’utilisation de PVPP. 
 
Enfin, une étude sur le sorgho, réalisée en 2010 par Min-Xuan et al.
175
, 
expose l’utilisation de PVPP lors du broyage du matériel végétal. 
L’ajout de PVPP lors du broyage permet d’éliminer, à un stade avancé, 
les polyphénols du matériel à extraire. Dans cette étude, plusieurs 
modalités ont été testées : trois modalités dans lesquelles différentes 






) sont utilisées dans le 
tampon d’extraction, et trois modalités dans lesquelles différentes 






) sont ajoutées lors du broyage du matériel 
végétal. Cette étude montre que plus la concentration en PVPP est importante, plus les 
échantillons obtenus sont concentrés en protéines. Il est aussi à noter que l’ajout de PVPP à 
un stade avancé du processus d’extraction permet l’obtention d’un extrait plus riche en 
protéines (de l’ordre de 3 mg de protéines par gramme de matériel végétal jusqu’à 12 mg.g-1). 
 
2. Mise au point d’un protocole efficace et non dénaturant pour l’extraction des 
protéines issues de baies de raisin de la variété Cabernet Sauvignon 
 
En nous appuyant sur les études précédemment décrites, nous avons testé différents tampons 
d’extraction ainsi que différents broyages afin de mettre en place un protocole optimal non 
dénaturant pour l’extraction des protéines des baies ou de la pellicule des baies de raisin. Les 
baies de raisin utilisées pour cette étude sont des baies au stade nouaison issues de Vitis 
vinifera cv. Cabernet Sauvignon prélevées en 2012 par l’équipe du Dr Laurence Gény de 
l’Institut des Science de la Vigne et du Vin (ISVV).  
 
a. Détermination de la base du tampon utilisé 
 
Dans un premier temps, deux types de tampons d’extraction, notés tampons 1 et 2, ont été 
testés : 
Figure 74. Sorghum 
bicolor ou sorgho. 





Figure 75. Composition des tampons d’extraction utilisés. 
 
-  Le tampon 1 : le tampon de base utilisé est l’acide 4-4-(2-hydroxyéthyl)pipérazine-N’-2-
éthane sulfonique (HEPES). Celui-ci a été choisi car il est décrit comme étant le plus efficace 
pour le maintien de l’activité des protéines.176 Des additifs sont ajoutés afin d’assurer une 
bonne extraction des protéines et de prévenir leur dégradation (Figure 75, Tampon 1). Il a 
déjà été montré que ce tampon était efficace pour l’extraction et le maintien de l’activité de 
deux enzymes clé de la voie de biosynthèse des flavonoïdes : la LAR et l’ANR.170 
- Le tampon 2 : le tampon de base utilisé est l’hydrochlorure de Tris-
(hydroxyméthyl)aminométhane (Tris-HCl). La composition de ce tampon est proche de celle 
du tampon 1. Les modifications apportées ont été choisies d’après les travaux décrits par 
Vicenzi et al. qui ont obtenu de bons résultats d’extraction dans ces conditions. Nous noterons 
la présence de détergent (Triton X-100) qui permet d’augmenter l’extractibilité des protéines.  
Les baies de raisin au stade nouaison ont tout d’abord été éraflées, puis épépinées dans le cas 
de baies dont le diamètre été supérieur à 2 mm. Cette étape est réalisée à froid, les baies étant 
constamment refroidies à l’aide d’azote liquide. Environ 3,5 g de baies ont ensuite été broyées 
à – 80 °C à l’aide d’un  broyeur à billes de type planétaire (Retsch PP 100). La poudre 
végétale obtenue a ensuite été divisée en deux fractions (2 × 1,5 g) et chacune d’elle est 
extraite avec 6 mL de tampon 1 ou 2. Les suspensions obtenues sont laissées sous agitation à 
4 °C pendant 3 h. Passé ce temps, les échantillons sont centrifugés et les surnageants 
contenant les protéines récupérés.   
A ce stade, les deux échantillons obtenus, notés E1 (extrait tampon 1) et E2 (extrait tampon 2), 
n’ont pu être dosés par Bradford, soit à cause d’une limite de détection du réactif de Bradford 
(E1), soit à cause d’une quantité trop importante de détergeant dans les échantillons (E2). Dans 
ce deuxième cas, cette quantité trop importante fait virer l’indicateur coloré au bleu vif. La 
densité optique (DO) est alors saturée et rend le dosage de protéines présentes dans le milieu 
Tampon 1 Tampon 2
HEPES 0,1 M



















non réalisable. Nous avons également mesuré le pH des échantillons obtenus, afin de vérifier 
l’efficacité des tampons utilisés : 
- E1 : pH ≈ 3 (pH solution tampon avant extraction : 7,5) 
- E2 : pH 8-9 (pH solution tampon avant extraction : 8,8) 
La solution présentant le meilleur pouvoir tampon sur nos échantillons est le tampon 2 
contenant du Tris-HCl. Dans les cas où ce tampon est utilisé pour l’extraction des protéines, 
le pH de l’extrait obtenu E2 est égal au pH de la solution tampon initiale. Nous pouvons noter 
que dans le cas du tampon 1 contenant de l’HEPES, l’effet tampon est inexistant, l’échantillon 




Un gel d’électrophorèse a été réalisé afin de visualiser la complexité des échantillons obtenus 
(Figure 76). 
 
Figure 76. Gel SDS-PAGE coloré au nitrate d’argent des extraits E1 et E2. M : marqueurs de taille ; E1 extrait obtenu à 
l’aide du tampon 1 ; E2 : extrait obtenu à l’aide du tampon 2. 
 
Nous observerons que l’extrait obtenu à l’aide du tampon 1 (piste E1) est l’extrait le moins 
riche en protéines. Aucune protéine n’est visualisée sur gel par coloration à l’argent. 
Cependant, nous avons pu observer dans l’extrait E2 la formation d’un précipité qui laisse 
penser à une précipitation des protéines. L’extrait obtenu avec le tampon 2 (piste E2) permet 
de visualiser des bandes, celles-ci pouvant représenter une ou plusieurs protéines de même 
taille. Afin d’avoir une idée de la concentration de notre échantillon et de savoir si nous 
pouvions l’utiliser lors de protocoles de capture, nous l’avons dialysé en tampon phosphate (0,02 
M, pH 7) afin de supprimer en partie le Triton X-100 nuisible au dosage de l’échantillon et le 
DTT présent à une concentration incompatible avec notre méthode de capture en conditions 
oxydantes. Une fois la dialyse réalisée, ce dernier est effectué par Bradford
®
 et indique une 


















Ces résultats sont encourageants mais optimisables. A l’aide de notre tampon d’extraction 2 et 
selon le protocole decrit ci-dessus, nous avons obtenu 6 mL d’extraits complexes à une 
concentration de 191,51 µg.mL
-1
 à partir de 1,5 g de matériel végétal, soit une quantité totale 
de protéines de 1,15 mg. Dans la littérature, les essais de capture sont effectués en moyenne 
sur 300 µg d’extraits bruts complexes de protéines.102,136,157 Donc, la quantité de protéines que 
nous avons à notre disposition nous permettrait de réaliser un nombre trop faible d’essais. 
Pour augmenter ce nombre, il nous faudrait partir d’une plus grande quantité de matériel 
végétal, or la disponibilité de ce dernier, en particulier à des stades de développement tels que 
la floraison, est limité. Nous avons donc effectué de nouveaux tests pour augmenter notre 
rendement d’extraction.    
 
b. Optimisation de l’extraction 
 
Lors de l’étude bibliographique précédemment effectuée, nous avons vu qu’il était nécessaire 
d’ajouter du PVPP lors de l’extraction pour éliminer les polyphénols libérés des vacuoles lors 
du broyage des tissus végétaux. Toutefois, selon l’étude effectuée par Min-Xuan et al., il 
pourrait être intéressant d’ajouter le PVPP pendant l’étape de broyage.175 Nous avons donc 
essayé, dans cette étude, deux types de poudre obtenues à l’aide d’un broyeur à bille de type 
planétaire à partir de baies de raisin récoltées au stade nouaison : 
- Une poudre 100 % végétale – Poudre 1 
- Une Poudre 50 % végétale, 50 % PVPP – Poudre 2 
 
Pour extraire les protéines de ces poudres, différents tampons ont été testés. Ces tampons sont 
réalisés sur une base commune décrite ci-après. Seule la composition en détergent est 
modifiée (Figure 77) :  
 









Triton X-100 1 % Tampon 2
SDS 1 % Tampon 3
Composition de base : Variables :




Au total quatre types d’extractions ont été réalisés : 
1. Poudre 1 – tampon 2 + 5 % PVPP 3. Poudre 2 – tampon 2 
2. Poudre 1 – tampon 3 + 5 % PVPP  4. Poudre 2 – tampon 3 
 
Le volume de tampon d’extraction ajouté est fonction du type de poudre utilisé. En effet, dans 
le cas de mélange poudre végétale/PVPP, si nous voulons travailler sur la même quantité de 
matériel végétal il faut utiliser plus de poudre et donc plus de tampon afin que le mélange soit 
fluide et homogène lors de l’extraction. 
Dans le cas de la poudre 1, 6 mL de tampon sont utilisés pour 1,75 g de poudre végétale. Dans 
le cas de la poudre 2, 15 mL de tampon sont utilisés pour 3,5 g de poudre 50/50 
(PVPP/végétal). Les poudres sont laissées 3 h au contact du tampon, sous agitation douce, à 
4 °C. Après centrifugation les surnageants sont récupérés et les résultats d’extraction sont 
visualisés par gel d’électrophorèse (Figure 78). 
 
Figure 78. Gel SDS-PAGE coloré au nitrate d’argent des extraits obtenus. M : marqueurs de taille ; 1 : extrait 1 obtenu 
sur poudre 1 à l’aide du tampon 2 + 5 % PVPP ; 2 : extrait 2 obtenu sur poudre 1 à l’aide du tampon 3 + 5 % PVPP ; 3 : 
extrait 3 obtenu sur poudre 2 à l’aide du tampon 2 ; 4 : extrait 4 obtenu sur poudre 2 à l’aide du tampon 3. 
Lors de l’extraction d’une poudre 100 % végétale (Figure 10, pistes 1 à 2) nous remarquerons 
l’importance du choix du détergent utilisé. Une concentration en Triton de 1 % permet une 
extraction des protéines même si celle-ci reste assez faible (Figure 10, piste 1). L’utilisation 
de SDS à une concentration de 1 % apporte, apparemment de meilleurs résultats (Figure 10, 
piste 2). Dans le cas de l’extraction d’une poudre 50 % PVPP/50 % végétale, la quantité de 
protéines visibles est bonne et aucune différence entre les divers tampons n’est observée 
(Figure 10, pistes 3 à 4). Nous noterons cependant une perturbation de la coloration sous 
forme de stries qui pourraient correspondre à une dégradation des protéines.  
 
Ces extraits ont ensuite été reconditionnés par dialyse en tampon phosphate (0,2 M, pH 7, 
sucrose 1 %) afin de pouvoir être dosés. Les extraits récupérés sont centrifugés (apparition 
d’un léger précipité lors de la dialyse) et un dosage par Bradford® est effectué : 








































- Extrait 1 : 63 µg.mL
-1
 
- Extrait 2 : 153 µg.mL
-1
 
- Extrait 3 : 1660 µg.mL
-1
 
- Extrait 4 : 1530 µg.mL
-1 
 
Ici, nous remarquons que dans le cas de l’extraction de la poudre  1 (100 % végétale), l’ajout 
de SDS en remplacement du Triton X-100 permet l’obtention d’extraits 2 fois plus concentrés 
en protéines. Dans le cas de l’extraction de la poudre 2 (50/50 PVPP/matériel végétal), les 
extraits obtenus sont concentrés de façon similaires quel que soit le détergent utilisé. Nous 
noterons toutefois que ces concentrations sont dix fois supérieures à celle obtenue lors de 
l’extraction de la poudre 1. Cependant la perturbation de la coloration observée parait quelque 
peu gênante. 
 
Une deuxième extraction a également été effectuée sur les culots récupérés des extraits 1 à 4 
avec le même tampon utilisé lors de leur première extraction, ceci afin de récupérer les 
protéines qui n’auraient pas été extraites lors de la première extraction. 
Lors de la deuxième extraction, les culots 1 et 2, obtenus à partir de la poudre 100 % végétale,  
contenant déjà du PVPP insoluble issu de la première extraction, il n’a pas été nécessaire d’en 
rajouter. L’extraction des protéines est réalisée à l’aide de 6 mL de tampon 2 ou 3 dans le cas des 
culots 1 ou 2, et à l’aide de 10,5 mL de tampon 2 ou 3 dans le cas des culots 3 ou 4. Le temps 
d’incubation des culots dans les tampons d’extraction est effectué sur la nuit (14 h) à 4 °C. Passé 
ce temps, les extraits sont centrifugés et les surnageants, contenant les protéines, sont récupérés. 
Un gel d’électrophorèse est réalisé afin de visualiser les résultats d’extraction (Figure 79). 
 
Figure 79. Gel SDS-PAGE coloré au nitrate d’argent des échantillons de protéines obtenus lors de la deuxième 
extraction. M : maurqueurs de tailles ; E1’ : extraits obtenu à partir du culot 1 à l’aide du tampon 2 ; E2’ : extrait obtenu à 
partir du culot 2 à l’aide du tampon 3 ; E3’ : extrait obtenu à partir du culot 3 à l’aide du tampon 2 ; E4’ : extrait obtenu à 
partir du culot 4 à l’aide du tampon 3.  

















































Globalement nous remarquerons que les poudres ayant fournit des extraits riches en protéines 
lors de la première extraction, fournissent moins de protéines lors de la deuxième extraction 
(Figure 11, pistes E3’ et E4’). La première extraction a donc été suffisamment efficace et très 
peu de protéines sont restées dans les culots. Sur cette série d’extraction, le meilleur résultat 
est obtenu sur poudre 1 à l’aide du tampon contenant 1 % de Triton. En effet, la complexité 
du mélange protéique est bien visible et renseigne sur la richesse protéique de l’échantillon 
obtenu (Figure 11, piste E1’). Ici, nous n’avons pas retenu les autres extraits apparemment 
moins chargés en protéines (Figure 11, pistes E2’, E3’ et E4’).  
L’extrait E1’ sélectionné a été ensuite reconditionné par dialyse en tampon phosphate (0,2 M, 
pH 7, sucrose 1 %) afin qu’un dosage des protéines puisse être réalisé par Bradford®. Après 
centrifugation de l’extrait dialysé, le dosage des protéines est effectué. Cette mesure nous  
indique une concentration en protéine de 1860 µg.mL
-1
, soit 11,2 mg de protéines pour 1,75 g 
de poudre végétale. Nous remarquerons qu’ici la coloration n’est pas perturbée par la 
présence de stries et rien ne laisse présager une dégradation des protéines. De plus la quantité 
de protéines extraites est suffisamment importante pour la réalisation de nos tests de capture. 
Le protocole d’extraction conduisant à l’échantillon E1’ a donc été celui que nous avons 
privilégié pour le reste de notre étude. 
 
En conclusion, ces différents essais d’extraction nous ont permis la mise au point d’un 
nouveau protocole d’extraction qui répond aux objectifs que nous nous étions fixés. En effet, 
le dernier protocole utilisé, effectué en deux fois sur une poudre 100 % végétale, permet lors 
de la deuxième extraction d’obtenir un extrait concentré en protéines issus de la baie de raisin 
(stade nouaison travaillé jusqu’à présent). Cet extrait est suffisamment riche en protéines et ne 
nécessite pas d’étape de concentration. La manipulation des protéines est ainsi limitée. Cet 
extrait peut également être reconditionné dans un tampon compatible avec nos essais de 
capture sans souffrir de dégradation notable (vérifié par gel SDS-PAGE). Nous avons ensuite 
utilisé ce protocole pour extraire les protéines de fleurs de vigne ou de pellicules de baies de 
raisin au stade début et fin véraison. 
 
c. Application du protocole d’extraction à différents stade de développement 
 
Pour cette étude,  les fleurs ou les baies de raisin utilisées proviennent de la variété Cabernet 
Sauvignon et ont été prélevées en 2012 par l’équipe du Dr Laurence Gény de l’Institut des 
Science de la Vigne et du Vin (ISVV). Pour les stades début et fin véraison, les pellicules des 




baies, contenant principalement les enzymes de la voie de biosynthèse des flavonoïdes, ont 
été utilisées pour l’extraction des protéines. 
 
Comme décrit précédemment, le matériel végétal, aux différents stades de développement 
étudiés (floraison, 5 % véraison, 85 % véraison), est broyé à l’aide d’un broyeur à billes de 
type planétaire. Trois poudres végétales sont obtenues à partir de respectivement 3,8 g de 
fleurs, 3,6 g et 3,1 g de pellicules de baies. D’après le protocole que nous avons mis au point, 
ces poudres ont été extraites en deux fois à l’aide du tampon d’extraction de composition 
suivante : 
 
Figure 80. Tampon utilisé pour l’extraction des poudres végétale aux stades floraison, 5-10 % véraison et 85 % 
véraison. 
 
Seuls les échantillons très riches en protéines issus de la deuxième extraction ont été utilisés 
pour la suite du protocole. Ces extraits, notés EF (floraison), EDV (5 % véraison) et EFV (85 % 
véraison), ont  été ensuite reconditionnés par dialyse en tampon phosphate (0,2 M, pH 7, 
sucrose 1 %) afin qu’un dosage des protéines puisse être réalisé par Bradford®. Après 
centrifugation des extraits dialysés, le dosage des protéines est effectué ainsi qu’un gel 
d’électrophorèse : 
 
Figure 81. Dosages et gels SDS-PAGE des extraits obtenus à partir des stades floraison (EF), 5 % (EDV) et 85 % 
véraison (EFV) lors de la deuxième extraction des poudres végétales. Le gel de gauche présentant les extraits floraison et 
fin véraison a été coloré au Bleu de Coomassie® et celui de gauche, présentant les extraits début véraison, a été coloré au 
nitrate d’argent.  
Tampon d’extraction
Tris-HCl 0,5 M























EF : 2,696 mg.mL
-1
EDV : 1,718 mg.mL
-1
EFV : 2,925 mg.mL
-1
Dosages :




Ces résultats montrent que le protocole d’extraction mis au point au laboratoire est efficace 
quel que soit le matériel végétal (fleur, petites baies ou pellicules) utilisé et stade de 
développement. Les quantités totales de protéines extraites pour chaque échantillon sont les 
suivantes : 
- floraison : 12 mL d’extraits ont été obtenus soit un total de 32,2 mg de protéines pour 
3,8 g de fleurs. 
- début véraison : 10,3 mL d’extraits ont été obtenus soit un total de 17,7 mg de protéines 
pour 3,1 g de pellicules. 
- fin véraison : 12 mL d’extraits ont été obtenus soit un total de 35,1 mg de protéines pour 
3,6 g de pellicules. 
 
Les quatre extraits complexes de protéines obtenus aux stades floraison, nouaison, début et fin 
véraison ont été tous obtenus en conditions non dénaturantes. Ils ont été reconditionnés dans 
un tampon phosphate (0,2 M, pH 7, 1 % sucrose) compatible avec nos essais de capture. De 
plus, ces extraits sont suffisamment concentrés en protéines pour qu’un grand nombre de ces 
essais puissent être réalisés. Dans une seconde partie nous allons décrire les essais de capture 
effectués et présenter les résultats obtenus.  
 
II. Application des sondes A aux extraits issus de Vitis vinifera 
 
1. Protocole de capture 
 
Afin de retirer les protéines naturellement biotinylées des extraits, ceux-ci ont, tout d’abord, 
été incubés avec des billes recouvertes de streptavidine pendant 50 minutes à froid. Après 
élimination des billes magnétiques, 700 µg de protéines sont mis en présence de 0,72 µg de 
sondes A1 ou A2 (8 µL, concentration finale 2,25 µM) dans un volume final de 400 µL de 
tampon phosphate (0,2 M, pH 7, 1 % sucrose). Les échantillons sont laissés 3 h sous agitation 
à 20 °C. Les sondes sont ensuite activées par l’ajout d’une solution de NaIO4 (concentration 
finale 5 mM). Les échantillons sont laissés en conditions d’activation pendant 15 minutes puis 
une solution de DTT est ajoutée (concentration finale 50 mM). Après ajout d’une solution de 
NaCl (concentration finale 0,5 M), les billes magnétiques recouvertes de streptavidine sont 
ajoutées (50 µL, Dynabeads C1 MyOne
®
). Les échantillons sont laissés 1 h à 20 °C sous 
agitation vigoureuse. Le protocole de lavage est alors appliqué : 




- un premier lavage avec un tampon Tris-HCl (0,05 M, pH 7,5), contenant 0,5 mM de 
DTT et 0,05 % d’octyl-β-D-glucopyranoside (TP1). 
- un deuxième lavage avec un tampon Tris-HCl (0,05 M, pH 7,5) contenant 0,5 mM de 
DTT, 0,05 % d’octyl-β-D-glucopyranoside et 10 µM de biotine (TP2). 
- quatre lavages avec une solution à 0,1 % de SDS 
- trois lavages avec une solution d’acétonitrile à 80 % dans l’eau 
- deux lavages en eau de qualité biologie moléculaire. 
Après ces étapes de lavage, du tampon Laemmli (30 µL) est ajouté dans chaque échantillon et 
les suspensions résultantes sont incubées pendant 10 min à 95 °C sous agitation vigoureuse. 
Cette étape permet de décrocher les complexes sondes/protéines des billes recouvertes de 
streptavidine. 20 µL de chaque échantillon sont déposés sur gel d’électrophorèse (12 %, 
0,75 mm). La migration du gel est stoppée une fois que les protéines sont rentrées de quelques 
millimètres dans la phase de concentration. Le gel est alors récupéré, coloré au Bleu Colloïdal 
et envoyé pour analyse par spectrométrie de masse LC-MS/MS au service protéomique de 
Bordeaux 2. L’analyse effectuée est une analyse « shot-gun ». 
 
2. Résultats des captures 
 
Comme décrit dans le chapitre 1, l’identification des protéines présentes dans l’échantillon 
analysé se fait par interrogation de banque de données. Les protéines y sont répertoriées avec 
un numéro propre à la banque interrogée. Dans notre cas, la banque de donnée spécifique de 
Vitis vinifera (dans la banque Swissprot) a été interrogée à l’aide du logiciel SEQUEST. Les 
résultats obtenus sont regroupés dans des tableaux interactifs (Figure 82) : 
 
 
Figure 82. Exemple de tableau de résultats obtenus. 
 
Dans ces tableaux sont répertoriés par exemple, les codes d’identification des protéines dans 
les banques de données (Accession), la fonction des protéines si celle-ci est annotée dans la 
banque de donnée (Description), la couverture de séquence obtenue des protéines (Coverage), 
le nombre de peptides identifiés sur chaque protéine (# peptides) ou encore l’intensité 
Accession Description Score Coverage # Proteins# Unique Peptides# Peptides # PSMs Area # AAs MW [kDa] calc. pI
D7TBK8 Type II peroxiredoxin C OS=Vitis 
vinifera GN=VIT_11s0016g03630 PE=2 
SV=1 - [D7TBK8_VITVI]
297.62 29.63 4 4 4 811.505E8 162 17.3 5.35
F6HKH3 Putative uncharacterized protein 
OS=Vitis vinifera 
GN=VIT_08s0007g03960 PE=3 SV=1 -
[F6HKH3_VITVI]
276.53 52.29 1 9 15 761.736E9 436 47.0 5.80




moyenne des peptides de chaque protéine corrélée à sa quantité dans l’échantillon obtenue par 
« Label Free » (Area).  
 
Parmi les protéines détectées, nous n’avons étudié que les protéines identifiées sur la base de 
deux peptides ou plus. Ce choix a été réalisé pour deux raisons majeures : l’identification 
d’une protéine ne peut être faite de façon non ambiguë qu’à partir de deux peptides détectés 
et, comme nous avons réalisée une analyse de quantification de type « label free » (sans 
marquage préalable des peptides générés lors de la digestion),
67
 il est nécessaire d’avoir au 
moins deux peptides pour que l’intensité moyenne calculée soit pertinente.   
Dans ces tableaux de résultats nous avons recherché toutes les protéines de la voie de 
biosynthèse des flavonoïdes. Or peu de protéines étaient annotées dans ces tableaux. Nous 
avons analysé les protéines par BLAST afin d’identifier les fonctions des protéines annotées 
comme « Putative uncharacterized protein ». Pour cela nous avons interrogé la banque de 
protéine Uniprot spécifique des plantes sur « Uniprot_Viridiplantae ».     
 
Pour chaque stade de développement, les essais de capture à l’aide des sondes A1 et A2 ont été 
réalisés trois fois de manière indépendante. Les extraits bruts ont également été analysés en 
parallèle. Ici, encore trois échantillons ont été analysés. La quantité de protéine à analyser 
dans les extraits bruts de protéine est de 1 µg. 
L’étude des fichiers de spectrométrie de masse a été effectuée selon les étapes suivantes : 
- le nombre total de protéines détectées dans l’échantillon est noté. 
- seules les protéines détectées avec deux peptides ou plus sont regroupées dans un second 
fichier. 
- ces protéines sont classées en fonction de leur abondance relative dans l’échantillon et le 
total de l’intensité des protéines présentes est effectué. 
- les protéines de la voie de biosynthèse des flavonoïdes sont regroupées dans un troisième 
fichier et la somme des intensités relatives de ces protéines est faite afin de calculer le 
pourcentage des protéines de la voie de biosynthèse des flavonoïdes dans chaque 
échantillon : 
                                 
                            
                                   
     
 




Les tests ayant été réalisés en triplicat, la moyenne des résultats de chacun de ces paramètres 
a ensuite été effectuée. Un calcul de l’écart type entre les valeurs a été réalisé afin de vérifier 
la reproductibilité de nos essais et de nos analyses. 




Dans un premier temps, nous remarquons qu’un grand nombre de protéines sont détectées 
dans chaque échantillon. Les protéines de la voie de biosynthèse des flavonoïdes sont très 
représentées. En effet, à ce stade nous avons été capables d’identifier pratiquement toutes les 
protéines impliquées dans la formation des anthocyanidines et des tannins condensés (Figure 83). 
Nous remarquerons que seule la LAR n’a pu être identifiée dans ces essais. 
 
Figure 83. Principales protéines impliquées dans la formation des anthocyanidines et des proanthocyanidines 
identifiées dans les échantillons à floraison. 
Dans les essais de capture il est intéressant de noter qu’en moyenne un nombre légèrement 
plus important de protéines de cette voie de biosynthèse ont pu être détectée. Cette tendance à 
l’enrichissement en protéines de la voie de biosynthèse des flavonoïdes est confirmée par le 
calcul du pourcentage des protéines de cette voie de biosynthèse représentées dans chaque 
extrait brut A1 A2 B1
nombre protéines détectées 869 ± 55 585 ± 9 553 ± 78 384 ± 29
nombre protéines quantifiables 520 ± 104 349 ± 9 321 ± 55 221 ± 19
nombre protéine biosynthèse flavonoides 21 ± 1 21 ± 1,5 22 ± 3 17 ± 1
% protéines voie biosynthèse flavonoïdes 7,34 ± 0,31 % 13,65 ± 0,34 % 14,57 ± 0,37 % 9,69 ± 0,27 %
place LDOX dans échantillon 61 ± 4 18 ± 2 18 ± 3 33 ± 3
couverture de séquence 39,5 ± 2,4 % 50,7 ± 3,8 % 50,7 ± 8,1 % 35,4 ± 6,3 %
A2ICC8 Flavanone 3-hydroxylase
D7T475 Chalcone--flavonone isomerase 2 / Vitis vinifera
F6HC36 Chalcone--flavonone isomerase / Eustoma exaltatum subsp. Russellianum
A5ANR7 Flavanone 3-dioxygenase / Petroselinum crispum
D7T5P6 Polyphenol oxidase, chloroplastic / Vitis vinifera
A2ICC9 Anthocyanidin synthase
F6H060 Dihydroflavonol-4-reductase / Vitis vinifera
A5BPT8 Phenylalanine ammonia-lyase 
F6HR33 Phenylalanine ammonia-lyase 
F6HNF5 Phenylalanine ammonia-lyase
D7U6G6 Anthocyanidin reductase / Arabidopsis thaliana
Q8W3P6 Chalcone synthase
F6H419 Chalcone synthase / Vitis vinifera
A2ICC5 Chalcone synthase




échantillon. En effet, nous remarquons que ces protéines sont deux fois plus présentes dans 
les essais de capture à l’aide des sondes polyphénoliques par rapport aux extraits bruts et ce 
de façon reproductible (écart type inférieur à 0,4 %). Dans le cas particulier de la LDOX, nous 
noterons que cette protéine est significativement enrichie dans l’échantillon, cet effet est mis 
en valeur par deux paramètres : sa place dans l’échantillon (calcul par rapport à sa quantité 
relative dans l’échantillon) et sa couverture de séquence (augmentation de plus de 10 % par 
rapport aux extraits bruts). A ce stade, l’enrichissement des extraits en protéines de la 




Ici encore nous observons un grand nombre de protéines détectées, même si celui-ci est 
inférieur au nombre de protéines détectées à floraison. A ce stade, plusieurs protéines de la 
voie de biosynthèse des flavonoïdes ont pu être identifiées. Par rapport au stade floraison, 
nous noterons que moins de protéines de cette voie de biosynthèse ont pu être détectées dans 
les échantillons et nous noterons en particulier la perte de l’ANR. Cette enzyme étant 
majoritairement exprimée au stade de la floraison, sa concentration au stade de la nouaison 
pourrait être trop faible et ne pas être détectée à ce stade (Figure 84). 
 
Figure 84. Principales protéines impliquées dans la formation des anthocyanidines et des proanthocyanidines 
identifiées dans les échantillons à nouaison. 
extrait brut A1 A2 B1
nombre protéines détectées 439 ± 112 200 ± 56 187 ± 69 69 ± 5
nombre protéines quantifiables 222 ± 65 110 ± 30 99 ± 37 30 ± 3
nombre protéine biosynthèse flavonoides 11 ± 2 10 ± 4 8 ± 4 3 ± 1
% protéines voie biosynthèse flavonoïdes 6,20 ± 1,45 % 12,31 ± 4,91 % 14,00 ± 2,75 % 9,61 ± 3,87 %
place LDOX dans échantillon 117 ± 18 77 ± 46 43 ± 16 22 ± 11
















De même que dans l’analyse précédente, nous notons un enrichissement en protéines de la 
voie de biosynthèse des flavonoïdes à l’aide de nos sondes polyphénoliques. Le pourcentage 
de protéines de cette voie est doublée et ce de façon reproductible. Dans le cas de la LDOX, il 
y toujours un enrichissement de cette protéine dans les échantillons de capture à l’aide des 
sondes A1 et A2 (place dans l’échantillon et couverture de séquence augmentée).  
 
c. Début véraison 
 
* Des soucis de contamination ont empêché l’analyse de deux échantillons. ** La LDOX n’a été détectée que sur la base 
d’un peptide dans un seul des échantillons.                                                                                                     
 
La détection de protéines dans les extraits bruts a été difficile, nous noterons que deux de ces 
échantillons n’ont pas pu être analysés à cause d’une contamination lors de la coloration de 
ces derniers. Ici nous remarquons que moins de protéines sont détectées dans les extraits bruts 
que dans les essais de capture (A1 et A2). Les résultats obtenus à ce stade de développement 
de la baie sont difficilement interprétables et soulèvent plusieurs questions : pourquoi si peu 
de protéines sont visibles dans cet extrait brut ? Le dosage des protéines aurait-il été perturbé 
par la présence de composés parasites ? A ce moment n’aurions-nous pas déposé moins 
d’1 µg de protéines sur le gel d’électrophorèse ? Nous pouvons également nous demander si 
la présence de composés extraits de la pellicule du raisin ne viendrait pas gêner la digestion 
voir l’extraction des peptides du gel ? 
Nonobstant cette observation, nous noterons que dans les essais de capture le nombre de 
protéines de la voie de biosynthèse des flavonoïdes est très faible par rapport aux échantillons 
de capture aux stades floraison et nouaison. Ce résultat, par contre, est cohérent avec les 
données de la littérature qui montrent que les protéines de la voie de biosynthèse des 
flavonoïdes sont principalement produites au stade floraison et début nouaison, leur 
production décroit lors du développement de la baie. Il en résulte une très faible production de 
ces protéines au stade début véraison. La production des protéines de la voie de biosynthèse 
des flavonoïdes ne reprend qu’à mi-véraison.55,178,179 
 
extrait brut* A1 A2 B1
nombre protéines détectées 130 306 ± 173 194 ± 63 59 ± 60
nombre protéines quantifiables 53 150 ± 11 79 ± 23 22 ± 27
nombre protéine biosynthèse flavonoides 1 3 ± 1 3 ± 1 1 ± 1
% protéines voie biosynthèse flavonoïdes 1,37 % 2,17 ± 0,75 % 2,57 ± 1,11 % 0,97 ± 1,68 %
place LDOX dans échantillon - - - -
couverture de séquence - 2,82 %** 2,82 %** -




d. Fin véraison 
 
* La LDOX n’a été détectée que sur la base d’un peptide dans un seul des échantillons.                                                                                                     
Ici encore, nous remarquons que les extraits bruts présentent également une faible quantité de 
protéines détectées. Les extraits étant issus, comme au stade début véraison, de pellicules de 
baies de raisin, les mêmes questions se posent pour ces résultats. Au final, lors des étapes 
d’extraction des protéines des pellicules, notre méthode d’extraction est-elle suffisamment 
performante pour une élimination maximale des composés pouvant perturber l’étude des 
protéines dans les extrait brut ? Nous noterons encore une fois que le nombre de protéines 
détectées dans les essais de capture (A1 et A2) est quant à lui assez important. Nous pouvons 
également observer la présence 5 à 6 protéines de la voie de biosynthèse des flavonoïdes 
détectées dans ces échantillons et notamment de la LDOX. Si nous nous intéressons plus 
particulièrement à cette dernière, nous remarquons qu’elle n’est pas retrouvée dans les extraits 
bruts alors qu’elle est détectée dans tous les essais de capture, avec une couverture de 
séquence pouvant aller jusqu’à 30 %. Les protéines de la voie de biosynthèse identifiées dans 
les pellicules de baies de raisin au stade fin véraison (85 % véraison) sont listées ci-dessous 
(Figure 85) : 
 
 
Figure 85. Principales protéines impliquées dans la formation des anthocyanes et des proanthocyanidines identifiées 
dans les échantillons au stade fin véraison. 
 
En conclusion de ces essais de capture, nous pouvons dire que l’application des nos sondes A1 
et A2 à la capture de protéines de la voie de biosynthèse des flavonoïdes dans des extraits 
complexes de protéines issues de Vitis vinifera a été réalisée avec succès. En effet, nous avons 
montré que nos sondes nous permettaient d’enrichir nos extraits en protéines d’intérêt, en 
extrait brut A1 A2 B1
nombre protéines détectées 84 ± 31 248 ± 69 240 ± 31 126 ± 13
nombre protéines quantifiables 32 ± 8 124 ± 43 133 ± 21 48 ± 15
nombre protéine biosynthèse flavonoides 1 ± 1 5 ± 2 6 ± 1 2 ± 2
% protéines voie biosynthèse flavonoïdes 0,19 ± 0,32 % 2,70 ± 0,40 % 4,92 ± 1,39 % 1,31 ± 2,13 %
place LDOX dans échantillon - 46 ± 7 15 ± 3 13*
couverture de séquence - 21,6 ± 6,1 % 31,9 ± 8,4 % 9,86 %*
A2ICC9 Anthocyanidin synthase
D7T7R5 Anthocyanidin 3-O-glucosyltransferase 2 (Vitis vinifera)
D7T5P6 Polyphenol oxidase, chloroplastic / Vitis vinifera
D7T475 Chalcone--flavonone isomerase 2 / Vitis vinifera
A2ICC8 Flavanone 3-hydroxylase




particulier dans les extraits issus des premiers stades de développement du raisin (floraison et 
nouaison). Cependant les résultats obtenus sur les extraits issus de pellicules de baies de raisin 
(début et fin véraison) sont assez surprenants et soulèvent un certain nombre de question. Une 
étude plus approfondie de ces résultats, notamment en présence de personnes compétentes 




En conclusion de ce chapitre, nous avons mis au point un protocole d’extraction non 
dénaturant efficace et reproductible qui nous a permis d’obtenir des mélanges complexes de 
protéines très concentrés. Ce protocole a été appliqué avec succès aux tissus d’intérêt à 
différents stades clés du développement du raisin : la floraison, la nouaison, le début et la fin 
de la véraison. Une fois reconditionnés, ces mélanges ont été incubés en présence de sondes 
de type A et les protéines capturées ont pu être analysées par LC-MS/MS. Ces analyses ont 
permis de mettre en évidence l’efficacité de nos sondes pour la capture de protéines d’intérêt. 
En effet, après capture, les extraits analysés sont significativement enrichis en protéines de la 
voie de biosynthèse des flavonoïdes, ce quel que soit le stade de développement et le matériel 
végétal étudié. Ces résultats sont particulièrement probants pour les essais de captures 
effectués aux stades floraison et nouaison. A ces stades la quantité de protéines retrouvée dans 
les échantillons de capture est pratiquement divisée par deux par rapport à la quantité présente 
dans les extraits bruts (570 protéines retrouvées dans les échantillons de capture à l’aide des 
sondes A1 ou A2 contre 870 protéines en moyenne dans les extraits bruts au stade floraison et 
190 protéines retrouvées dans les échantillons de capture à l’aide des sondes A1 ou A2 contre 
440 protéines en moyenne dans les extraits bruts au stade nouaison) alors que la proportion de 
protéines de la voie de biosynthèse des flavonoïdes, dans ces échantillons de capture, est 
inversement multipliée par deux (14 % en moyenne dans les échantillons de capture contre 
7 % dans les extraits bruts au stade floraison et 13 % en moyenne dans les échantillons de 
capture contre 6 % dans les extraits bruts au stade nouaison). Cet enrichissement est 
notamment mis en valeur par l’analyse particulière de la LDOX dans les extraits, celle-ci étant 
vue avec une meilleure couverture de séquence dans les essais de capture par rapport aux 
extraits bruts. Les couvertures de séquences particulièrement intéressantes ont été obtenues au 
stade floraison et fin véraison avec des résultats de respectivement 50 % et plus de 20 % de 
couverture de séquence après capture.  




Ces résultats encourageants devront toutefois être optimisés. Dans les essais de capture, nous 
remarquons qu’un grand nombre de protéines non désirées sont retenues. Afin de diminuer 
cette quantité, nous pouvons envisager d’incuber une plus faible masse de protéines avec nos 
sondes. En effet, nous utilisons 700 µg de mélange de protéines, cette quantité étant largement 
supérieure à celle utilisée dans des essais similaires décrits dans la littérature.
102,136,155
 De 
même, il peut être envisagé de faire varier la quantité de sonde dans le milieu. En effet, si 
nous essayons de nous placer dans les quantités équimolaires de sondes et de protéines 
d’intérêts, nos sondes devraient réagir de façon préférentielle avec celles-ci, et donc capturer 
moins de protéines non désirées. Les conditions de lavage peuvent également être modifiées 
afin d’augmenter l’efficacité de ces derniers. D’autres paramètres, tels que le temps 
d’incubation entre les sondes et les protéines, la quantité de NaIO4, le temps d’activation des 













Les flavonoïdes, et plus particulièrement les anthocyanes et les proanthocyanidines, tiennent 
une place importante dans l’appréciation de la qualité d’un vin. Les anthocyanes sont les 
composants majeurs de la robe d’un vin, tandis que les proanthocyanidines définissent sa 
structure et de son astringence. Ces composés sont extraits du raisin lors du processus de 
vinification. La production et la récolte de raisin présentant les meilleures qualités 
organoleptiques sont donc primordiales dans la réussite d’un grand millésime. Pour cela, il est 
nécessaire de comprendre comment se forment ces composés au sein de la baie de raisin. Afin 
d’étudier les enzymes impliquées dans leur formation et leur stockage dans la baie, des 
analyses de protéomiques peuvent être effectuées.  
 
Afin de faciliter ces analyses, nous avons développé une approche de protéomique chimique 
basée sur la technologie émergente d’ « activity-based proteomic profiling » (ABPP).  
 
Notre premier objectif a donc été la réalisation de sondes d’affinité conçues pour la capture de 
protéines de la voie de biosynthèse des flavonoïdes. Dans ce cadre, deux types de sondes ont 
été réalisées : les sondes bifonctionnelles de type A, simples et originales, et les sondes 
trifonctionnelles de type B, plus classiques. Pour chacun de ces types, la catéchine et 
l’épicatéchine ont été choisies comme fonction d’affinité.  
Dans le cas des sondes A, cette fonction d’affinité fait également office de fonction réactive, 
via l’activation du catéchol en conditions oxydantes (Figure 86). La synthèse en quatre étapes 
de la sonde (2R,3S)-catéchine A1 (56a) et de la sonde (2R,3R)-épicatéchine A2 a été réalisée 
avec succès. 
 

















Dans le cas des sondes B, un azoture d’aryle, activable sous irradiation UV, joue le rôle de la 
fonction réactive (Figure 87). Ici l’obtention des sondes trifonctionnelles (2R,3S)-catéchine B1 
(80a) et (2R,3R)-épicatéchine B2 (80b) a été effectuée en une dizaine d’étapes.  
 
Figure 87. Sondes trifonctionnelles de type B. 
 
Notre deuxième objectif a été de valider ces méthodologies via des protocoles de capture 
impliquant une enzyme d’intérêt : la LDOX. Dans le cas des sondes A, la mise au point d’un 
protocole de capture efficace en conditions oxydantes a été réalisée. La capture de la LDOX a 
été visualisée par gel d’électrophorèse et le lien covalent entre les sondes et la LDOX a été 
montré par Western Blot. Le rendement de capture via ce protocole a pu être estimé à environ 
8 %. La sélectivitité de ce type de sonde pour la LDOX a été clairement démontré par la mise 
en compétition de cette dernière avec la BSA. 
Nous avons ensuite effectué des études comparatives de capture à l’aide des sondes A et de la 
sonde B1. Lors de cette étude, nous avons constaté que la stratégie de capture par oxydation 
des flavanols des sondes à l’aide de NaIO4 est 30 fois plus efficace que celle impliquant la 
photoactivation du groupement azoture. De plus, une étude de capture de la LDOX en 
compétition avec la BSA a montré que les sondes A étaient plus sélectives vis-à-vis de la 
LDOX que les sondes B activées sous irradiations UV.  
 
Notre troisième objectif a été d’enrichir des extraits complexes de protéines en enzymes de la 
voie de biosynthèse des flavonoïdes à l’aide de nos sondes. Pour se faire, il a fallu dans un 
premier temps réaliser un protocole d’extraction non dénaturant efficace, reproductible et 
compatible avec ces essais. La mise en place de ce protocole nous a permis d’extraire du 














La capture de protéines issues de la voie de biosynthèse des flavonoïdes a été réalisée de 
façon significative, en particulier au stade de la floraison et de la nouaison. A ces deux stades, 
la concentration en protéine d’intérêt est multipliée par deux alors que la quantité totale de 
protéines est diminuée en comparaison avec les extraits bruts. Ces premiers résultats sont 
prometteurs, cependant une étude plus attentive de l’ensemble des protéines capturées est à 
effectuer afin de mieux comprendre le mécanisme de formation et de transport des 





L’un des premiers points à développer à l’avenir est la determination du site de fixation des 
sondes sur la LDOX. En effet, cela nous permettrait de s’assurer que la sonde est bien ancrée 
dans le site actif de celle-ci. Cette information nous permettrait également de mieux 
comprendre le mécanisme de fixation de nos sondes au sein de cette protéine. Pour ce faire, 
deux grands axes de recherches existent : la recherche de fragments signature propres à la 
sonde dans les données de fragmentation MS/MS ou par l’incorporation d’isotopes lours dans 
notre sonde qui vont permettre l’obtention de signaux caractéristiques en masse et seront ainsi 
facilement identifiables. 
Le deuxième point à développer est l’utilisation de nos sondes en présence d’extraits 
complexes de protéines. Les résultats prometteurs obtenus avec les extraits issus de Vitis  
méritent une attention particulière et un approfondissement afin de comprendre pourquoi 
autant de protéines ont été retenues, n’y aurait-il pas des protéines intéressantes cachées au 
sein de ce nombre important ?   
Enfin nous pourrions envisager l’utilisation d’autres polyphénols comme fonction d’affinité 
tels que, par exemple, l’épigallocatéchine gallate pour l’étude de protéomes issus d’autres 














1. General experimental conditions 
 
a. Solvents and  experimental conditions 
 
All moisture and oxygen sensitive reactions were carried out in flame-dried glassware under 
inert atmosphere with dry solvents. Dichloromethane (CH2Cl2) and Dioxane were distilled 
from CaH2 under nitrogen prior to use. Tetrahydrofurane (THF) was distilled from sodium 
and benzophenon under nitrogen immediately before use. Dimethylformamide (DMF) was 
distilled from CaH2 or 4 Å molecular thieves under reduced pressure prior to use. Methanol 
(MeOH), ethyl acetate (EtOAc), acetone, acetonitrile, n-hexane, n-pentane, ethanol, 
trifluoroacetic acid (TFA) and cyclohexane were used as received. Commercially available 
reagents were obtained from Sigma-Aldrich or VWR and used as received unless otherwise noted. 
Fmoc-6-aminohexanoic acid (Fmoc-Ahx-OH) was purchased from Bachem. Evaporations 
were conducted under reduced pressure at temperatures less than 40°C exept for DMF which 
was evaporated at 50 °C. Reactions were monitored by thin layer chromatography (TLC) 
carried out on 0.25 mm E. Merck silica plates (60 F254) using UV light for visualization and 
then with TLC stain described below. Column chromatography was carried out under positive 
pressure using 40-63 μm silica gel (Merck) and the indicated solvents.  
 
Reactions at 0°C were run using an ice bath with cold water, reactions conducted at 
temperature between – 20°C and 0°C were run in an ice bath mixed to sodium chloride 
(usually ice/NaCl, 5:1) and reactions conducted at temperatures below −30°C were carried out 
in a acetone bath whose temperature was controlled using a Julabo™ immersion cooler. 
Chemical yields of isolated product are indicated in molar percentage compared to the starting 




TLC stains used during this experimental work were prepared as described below. 
 
- Phosphomolybdic acid (general): 12 g of H3[P(Mo3O10)2] were dissolved in 250 mL of 
absolute ethanol. 




- Ammonium molybdate and cerium (Hanessian’s stain, general): 5 g of (NH4)6Mo7O24 
and 0.2 g of cerium sulfate were dissolved in 100 mL of 5% aqueous sulfuric acid 
(H2SO4). 
- Ninhydrin (amines and amino-acid derivatives): 0.3 g of ninhydrin were dissolved in 100 
mL of n-butanol ant 3 mL of glacial acetic acid were added.  
 
2. Technical analysis 
 
a. Melting poins (m.p.) 
 
Melting points of recrystallized solids and amorphous powders were measured with a 
digital melting point apparatus Büchi B-540. Opened capillary tubes were used and melting 
point values were not corrected.  
 
b. Infrared Spectroscopy (IR) 
 
IR spectra were recorded between 4000 and 400 cm-1 on a Bruker IRFT IFS55 (OPUS/IR 
3.0.2) spectrometer. All the oily and solid samples were dissolved in dichloromethane or 
acetone and analyzed as a film formed by solvent evaporation on a zinc–selenium (ZnSe) 
pellet, otherwise noted. 
 
c. Nuclear Magnetic Resonance (NMR) 
 
 1H NMR 
 
Proton NMR spectra were recorded on a Bruker DPX-300 MHz or 400 MHz in the 
indicated solvent. Chemical shifts are given in ppm (δ) comparatively to the solvent residual 
signal used as internal reference. Coupling constants (J) are given in Hertz (Hz). The 
following abbreviations are used to describe the signal multiplicity: s (singlet), bs (broad 
singlet), d (doublet), t (triplet), q (quadruplet), p (pentet), m (multiplet). 
 
 
 13C NMR 
 




Carbon NMR were recorded on a Bruker DPX-300 (75,5 MHz) or -400 MHz (100 MHz). 
Chemical shifts are given in ppm (δ) comparatively to the solvent residual signal used as internal 
reference.Carbon multiplicities were determined by DEPT 135 experiments.  
 
d. Mass Spectrometry (MS) 
 
Electrospray (ESIMS, positive mode unless otherwise noted) and high resolution mass 
spectrometric analysis (HRMS, positive mode unless otherwise noted) were obtained from the 
mass spectrometry laboratory of the InstitutEuropéen de Chimie et Biologie (IECB) and from 
























II. Synthesis of A ring modified flavanols 
 
1. Synthesis of A ring modified (2R,3S)-catechin and (2R,3R)-epicatechin 
 
33a - (2R,3S)-5,7,4’,5’-O-benzyl-catechin 
 
 
CAS : 20728-73-8  
MM : 650.75 g.mol
-1
   
ME : 650.26 
FM : C43H38O7 
 
(2R,3S)-catechin (103 mg, 0.35 mmol) was dissolved with distilled DMF (2 mL), under argon 
atmosphere. To this solution dry K2CO3 (298 mg, 2.2 mmol) was added at 0 °C and stirred for 
20 min. Then benzyl bromide (193 μL, 1.6 mmol) was added dropwise and the mixture was 
allowed to stir for 2 h at 0 °C and 24 h at room temperature, after which time TLC monitoring 
indicated completion of the reaction. The mixture was diluted with EtOAc (30 mL) and 
extracted with H2O (10 mL × 3), brine (10 mL) and dried over Na2SO4. The solvent was 
evaporated under reduced pressure to give a yellow oily residue. This residue was purified by 
silica gel column chromatography eluting with cyclohexane/EtOAc (8:2), to afford 33a as a 
white solid (200 mg, 88%).  
 
m.p. : 123-126 °C (lit.
180
 124–126 °C).  
 
Rf = 0.3 (CH2Cl2) 
 
IR (ZnSe) ν 3428, 3031, 2927, 1618, 1593, 1143, 1117 cm-1.  
 
1
H RMN (acetone-d6, 300 MHz) : 2.62 (dd, J = 8.2 Hz, J = 16.4 Hz, H4), 2.99 (dd, J = 5.4 
Hz, J = 16.3 Hz, H4), 4.09-4.04 (m, 2 H, H3, OH), 4.69 (d, J = 7.6 Hz, H2), 5.06 (s, CH2Bn), 
5.11 (s, CH2Bn), 5.14 (s, CH2Bn), 5.16 (s, CH2Bn), 6.18 (d, J = 2.3 Hz, H6), 6.36 (d, J = 2.3 
Hz, H8), 6.98 (dd, J = 1.8 Hz, J = 8.2 Hz, H2’), 7.05 (d, J = 8.3 Hz, H3’), 7.19 (d, J = 1.8 Hz, 
H6’), 7.52 -7.30 (m, 20 H, HArBn),.  
 
13
C RMN (acetone-d6, 75 MHz) : 159.6 (Cq), 158.6 (Cq), 156.5 (Cq), 149.7 (Cq), 138.7 (Cq, 
OBn), 138.6 (Cq), 138.5 (2 Cq), 133.6 (Cq), 129.3 (2CH, OBn), 129.2 (2CH, OBn), 128.6 
(CHBn), 128.5 (CHBn), 128.4 (2 CHBn), 128.3 (CHBn), 128.1 (CHBn), 121.5, 115.3, 115.1 
(C2’, C3’, C6’), 103.4 (Cq), 95.5, 94.2 (C6, C8), 82.6 (C2), 71.7 (CH2Bn), 71.6 (CH2Bn), 
70.5 (2 CH2Bn), 67.9 (C3).   
 
LRMS (ESIMS) m/z : 651 [M+H]
+
 .  




33b - (2R,3R)-5,7,4’,5’-O-benzyl-epicatechin 
 
 
CAS : 87292-49-7  
MM : 650.75 g.mol
-1
   
ME : 650.26 
FM : C43H38O7 
 
(2R,3R)-epicatechin (1 g, 3.45 mmol) was dissolved with distilled DMF (dry, 10 mL), under 
Ar atmosphere. To this solution was added dry K2CO3 (2.87 g, 20.67 mmol) at 0 °C and the 
mixture was stirred for 20 min. Then benzyl bromide (1.8 mL, 15.5 mmol) was added 
dropwise and the mixture was allowed to stir for 2 h at 0 °C and 40 h at room temperature, 
after which time TLC monitoring indicated completion of the reaction. The mixture was 
diluted with EtOAc and extracted with H2O (20 mL × 3), brine (20 mL) and dried over 
Na2SO4. The solvent was evaporated under reduced pressure to give a yellow oily residue. 
This residue was purified by silica gel column chromatography eluting with CH2Cl2, to afford 
33b as a white solid (2.09 g, 93%).  
 
m.p. : 131-132°C (lit.
180
 128–130 °C). 
 
Rf = 0.31 (CH2Cl2) 
 
IR (ZnSe) ν 3030, 2868, 1617, 1509, 1142, 1114 cm-1. 
 
1
H RMN (CDCl3, 300 MHz) : 2.94 (dd, J = 4.3 Hz, J = 17.3 Hz, H4), 3.02 (dd, J = 2.4 Hz,J 
= 17.5 Hz, H4), 4.23 (bs, H3), 4.93 (s, H2), 5.03 (bs, CH2Bn), 5.04 (bs, CH2Bn), 5.19 (bs, 
CH2Bn), 5.21 (bs, CH2Bn), 6.29 (d, J = 2.4 Hz, H6), 6.30 (d, J = 2.5 Hz, H8), 6.98 (d, J = 8.3 




C RMN (CDCl3, 75 MHz) : 158.9 (Cq), 158.4 (Cq), 155.4 (Cq), 149.2 (Cq), 149.0 (Cq), 
137.4 (Cq), 137.3 (Cq), 137.1 (2 Cq), 131.6 (Cq), 128.7 (2C), 128.6 (2C), 128.6, 128.2, 128.1, 
128.0 (2 CHBn), 127.9 (CHBn), 127.7 (CHBn), 127.6 (2 CHBn), 127.4 (2 CHBn), 127.3 
(CHBn), 119.6, 115.2, 113.7 (C2’, C3’, C6’), 101.1 (Cq), 94.8, 94.2 (C6, C8), 78.5 (C2), 71.5 
(CH2Bn), 71.4 (CH2Bn), 70.3 (CH2Bn), 70.1 (CH2Bn), 66.5 (C3), 28.3 (C4).  
 










34a - (2R,3S)-per-O-benzyl catechin 
 
 
CAS : 85443-49-8 
MM : 740.88 g.mol
-1
   
ME : 740.31 
FM : C50H44O6 
 
Under argon atmosphere 33a (4.03 g, 6.19 mmol) was dissolved with DMF (10 mL, dry, 
distilled). In a separate flask NaH (60 % suspended in oil, 505.5 mg, 12.6 mmol) was washed 
with n-pentane (3 × 4 mL), dried under vacuum and suspended in DMF (5 mL). Both 
solutions were allowed to cool in an ice bath (0 °C) and the 33a solution was added dropwise 
to the NaH solution. Then, benzyl bromide (0.8 mL, 6.68 mmol) was added to the mixture, 
which was allowed to stir at 0 °C for 2 h, after which time TLC analysis indicated completion 
of the reaction. At 0 °C, H2O (4 mL) was added slowly until no more H2(g) was observed. 
The reaction mixture was diluted with EtOAc (100 mL) and extracted with H2O (100 mL × 3) 
and brine (100 mL). The organic layer was dried over Na2SO4 and the solvent was 
evaporated, to afford a beige solid. This solid was purified by silica gel column 
chromatography, eluting with cyclohexane/EtOAc (95:5), to furnish 34a as a pale yellow 
solid (4.41 g, 96 % yield).  
 
m.p. : 89-90°C.  
 
Rf = 0.40 [Cyclohexane/EtOAc, (9:1)] 
 
IR (ZnSe) ν3646, 2924, 1685, 1592, 1496, 1454, 1376, 1261, 1215, 1120, 1027 cm-1.  
 
1
H RMN (CDCl3, 300 MHz) : 2.69 (dd, J = 8.7 Hz,J = 16.4 Hz, H4),3.05 (dd, J = 5.5 Hz, 
J = 16.4 Hz, H4), 3.69-3.76 (m, H3), 4.13 (d, J =11.7 Hz, CH2Bn), 4.78 (d, J = 8.1 Hz, H2), 
4.99 (bs, CH2Bn), 5.03 (bs, CH2Bn), 5.11 (d, J = 6.2, CH2Bn), 5.20 (bs, CH2Bn), 6.21 (d, J = 
2.1 Hz, H6), 6.21 (d, J = 2.1 Hz, H6), 6.26 (d, J = 2.1 Hz, H8), 6.94 (bs, H3’, H6’), 7.00-7.05 
(m, H2’),7.21-7.47 (m, 25 H, HAr).  
 
13
C RMN (CDCl3, 75 MHz) : 158.7 (C7), 157.6 (C5), 155.3 (C9), 148.8 (C5’), 148.7 (C- 4’), 
137.9 (Cq), 137.2 (Cq), 137.1 (Cq), 136.9 (Cq), 136.8 (Cq), 132.3 (C1’), 128.8 (CH), 128.5 
(CH), 128.4 (2 CH), 128.3 (CH), 128.1 (CH), 127.8 (3 CH), 127.7 (CH), 127.4 (2 CH), 127.3 
(CH), 127.2 (CH), 127.1 (CH), 120.5 (C2’), 114.8 (C3’), 113.7 (C6’), 102.3 (C10), 94.3 (C8), 
93.7 (C6), 80.0 (C2), 74.5 (C3), 71.5 (CH2Bn), 71.2 (CH2Bn), 71.0 (CH2Bn), 70.0 (CH2Bn), 
69.8 (CH2Bn), 26.0 (C4).  
 
LRMS (ESIMS) m/z : 763 [M+Na]
+
.  




33b- (2R,3R)-per-O-benzyl epicatechin 
 
 
CAS : 301539-02-6 
MM : 740.88 g.mol
-1
   
ME : 740.31 
FM : C50H44O6 
 
Under argon atmosphere 33b (2.77 g, 4.26 mmol) was dissolved with DMF (9 mL, dry, 
distilled). In a separate flask NaH (60% suspended in oil, 341 mg, 8.53 mmol) was washed 
with n-pentane (3 × 4 mL), dried under vacuum and suspended in DMF (3 mL). Both 
solutions were allowed to cool in an ice bath (0 °C) and the 33b solution was added dropwise 
to the NaH solution. Then, benzyl bromide (0.6 mL, 5.01 mmol) was added to the mixture, 
which was allowed to stir at 0 °C for 3 ½ h; after which time TLC analysis indicated 
completion of the reaction. At 0 °C, H2O (4 mL) was added slowly until no more H2(g) was 
observed. The reaction mixture was diluted with EtOAc (100 mL) and extracted with H2O 
(100 mL × 3) and brine (100 mL). The organic layer was dried over Na2SO4 and the solvent 
was evaporated, to afford a beige solid. This solid was purified by silica gel column 
chromatography, eluting with cyclohexane/EtOAc (95:5), to furnish 34b as a white solid 
(2.94 g, 93 % yield).  
 
m.p. : 43-44°C.  
 
Rf = 0.40 [Cyclohexane/EtOAc, (9:1)] 
 
IR (ZnSe) ν 2922, 2852, 1652, 1646, 1635, 1575, 1558, 1540, 1521, 1457, 696, 668 cm-1.  
 
1
H RMN (CDCl3, 300 MHz) : 2.87 (dd, J = 4.1 Hz, J = 17.0 Hz, H4), 3.09 (dd, J = 2.1 Hz, J 
=17.0 Hz, H4), 4.01 (bs, H3), 4.47 (dd, J =12.5, CH2Bn), 5.03 (bs, H2), 5.08 (bs, CH2Bn), 
5.10 (bs, CH2Bn), 5.15 (bs, CH2Bn), 5.26 (bs, CH2Bn), 6.36 (bs, H6), 6.38 (bs, H8), 7.01 (bs, 
H3’, H6’), 7.10-7.11 (m, H2’), 7.24-7.56 (m, 25H, HAr).  

13
C RMN (CDCl3, 75 MHz) : 158.6 (C7), 157.9 (C5), 155.6 (C9), 148.7 (C5’), 148.3 (C4’), 
138.1 (Cq), 137.4 (Cq), 137.3 (Cq), 137.1 (Cq), 136.9 (Cq), 132.2 (C1’), 128.5 (CH), 128.4 (2 
CH), 128.3 (CH), 128.0 (CH), 127.8 (2 CH), 127.7 (CH), 127.6 (3 CH), 127.5 (CH), 127.3 
(CH), 127.2 (2 CH), 119.8 (C2’), 114.7 (C3’), 113.8 (C6’), 101.4 (C10), 94.7 (C8), 93.7 (C6), 
76.6 (C2), 72.6 (C3), 71.3 (CH2Bn), 71.1 (CH2Bn), 71.0 (CH2Bn), 70.0 (CH2Bn), 69.8 
(CH2Bn), 24.4 (C4).  

LRMS (ESIMS) m/z : 741 [M+H]
+
. 




37a - (2R,3S)-8-formyl-3,4',5',5,7-penta-O-benzylcatechin 
 
 
CAS : 89385-18-2 
MM : 768.89 g.mol
-1
   
ME : 769.30 
FM : C51H44O7 
 
According to the procedure described in the litterature,
121
 in a 100 mL flask, POCl3 (2.3 mL, 
24.7 mmol) was added dropwise to 4 mL of anhydrous DMF and the reaction mixture was 
stirred at room temperature under argon atmosphere for 1 h. A solution of compound 34a 
(4.19 g, 5.66 mmol) in dry DMF (17 mL) was then added under argon atmosphere. The 
resulting brown mixture was first stirred at 75 °C for 4 h and then at room temperature for 
18 h, after which time the reaction mixture was cooled down to 0 °C. After the addition of 
water (20 mL) to quench the reaction (a beige sticky precipitate was formed), the pH was 
adjusted to 8 with a 2 N solution of NaOH. Then EtOAc (100 mL) was added and the reaction 
mixture was stirred vigorously for 2 h. After separation, the aqueous layer was extracted with 
EtOAc (3 × 50 mL) and the combined organic extracts were washed with water (3 × 100 mL) 
and brine (200 mL), dried over Na2SO4, filtered and evaporated. The residue was then 
subjected to chromatography purification, eluting with cyclohexane/EtOAc (9:1) to remove 
impurities, and then with cyclohexane/EtOAc (8:2), to afford the expected product 37a as a 
white solid (2.96 g, 68 % yield).  
 
m.p. : 66-67°C.  
 
Rf = 0.30 [Cyclohexane/EtOAc, (8:2)] 
 






H RMN (CDCl3, 300 MHz) : 2.73 (dd, J = 7.6 Hz, J = 16.6 Hz, H4), 2.89 (dd, J = 5.2 Hz, J 
= 16.7 Hz, H4), 3.78 (dd, J = 7.1 Hz, J = 12.6 Hz, H3), 4.33 (d, J =11.9 Hz, CH2Bn), 5.03 (d, 
J = 7.0 Hz, H2), 5.07 (bs, CH2Bn), 5.13 (bs, CH2Bn), 5.17 (bs, CH2Bn), 5.21 (bs, CH2Bn), 
6.20 (s, H6), 6.95 (bs, H3’, H6’), 7.03 (bs, H2’), 7.13-7.51 (m, 25 H, HAr), 10.47 (s, H11).  
 
13
C RMN (CDCl3, 75 MHz) : 187.3 (C11), 161.8 (C7), 160.7 (C5), 157.7 (C9), 148.6 (C5’), 
148.6 (C4’), 137.7 (Cq), 137.1 (Cq), 137.0 (Cq), 136.3 (Cq), 135.8 (Cq), 131.5 (C1’), 128.5 
(2 CH), 128.3 (2 CH), 128.1 (2 CH), 127.7 (CH), 127.6 (2 CH), 127.5 (CH), 127.2 (CH), 
127.1 (2 CH), 127.0 (CH), 126.7 (CH), 119.7 (C2’), 114.7 (C3’), 113.4 (C6’), 108.6 (C8), 
102.3 (C10), 90.7 (C6), 79.4 (C2), 73.4 (C3), 71.3 (CH2Bn), 71.1 (CH2Bn), 71.0 (CH2Bn), 
70.5 (CH2Bn), 70.0 (CH2Bn), 24.8 (C4).  
 
LRMS (ESIMS) m/z : 769 [M+H]
+
.  




37b - (2R,3R)-8-formyl-3,4',5',5,7-penta-O-benzylcatechin 
 
 
CAS : 1312298-11-5 
MM : 768.89 g.mol
-1
   
ME : 769.30 
FM : C51H44O7 
 
According to the procedure described in the litterature,
121
 POCl3 (2.1 mL, 22.5 mmol) was 
added dropwise to 4 mL of anhydrous DMF and the mixture was stirred at room temperature 
under argon atmosphere for 1 h. A solution of compound 34b (3.83 g, 5.17 mmol) in dry 
DMF (15 mL) was then added under argon atmosphere and the resulting brown mixture was 
first stirred at 75 °C for 4 h and then at room temperature for 18 h, after which time the 
reaction mixture was cooled at 0 °C. After the addition of water (20 mL) to quench the 
reaction (a beige sticky precipitate was formed), the pH was adjusted to 8 with a 2 N solution 
of NaOH. Then EtOAc (100 mL) was added and the reaction mixture was stirred vigorously 
for 2h. After separation, the aqueous layer was extracted with EtOAc (3 × 50 mL). The 
combined organic extracts were washed with H2O (3 × 100 mL) and brine (200 mL), dried 
over Na2SO4, filtered and evaporated. The residue was then subjected to chromatography 
purification, eluting with cyclohexane/EtOAc (9:1) to remove impurities, and then with 
cyclohexane/EtOAc (8:2), to afford the expected product 37b as a white solid (2.89 g, 73%).  
 
m.p. : 55-56°C.  
 
Rf = 0.40 [Cyclohexane/EtOAc, (8:2)] 
 






H RMN (CDCl3, 300 MHz) : 2.81 (dd, J = 4.3 Hz, J = 17.0 Hz, H4), 3.03 (dd, J = 2.8 Hz, 
J = 17.0 Hz, H4), 4.04 (bs, H3), 4.39 (d, J =12.5 Hz, CH2Bn), 5.12 (bs, H2), 5.09 (d, J =17.1 
Hz, CH2Bn), 5.18 (bs, CH2Bn), 5.19 (bs, CH2Bn), 5.24 (bs, CH2Bn), 6.22 (s, H6), 6.96-7.01 
(m, H2’), 7.03-7.08 (m, H3’, H6’), 7.23-7.55 (m, 25 H, HAr), 10.63 (s, H11).  
 
13
C RMN (CDCl3, 75 MHz) : 187.1 (C11), 162.1 (C7), 160.9 (C5), 157.8 (C9), 148.6 (C5’), 
148.0 (C4’), 137.7 (Cq), 137.2 (Cq), 137.1 (Cq), 136.3 (Cq), 135.9 (Cq), 131.4 (C1’), 128.5 
(CH), 128.4 (CH), 128.3 (CH), 128.2 (CH), 128.0 (2 CH), 127.7 (CH), 127.5 (2 CH), 127.4 
(CH), 127.3 (CH), 127.2 (CH), 127.1 (CH), 127.0 (CH), 126.7 (CH), 119.0 (C2’), 114.6 
(C3’), 113.1 (C6’), 108.7 (C8), 101.6 (C10), 90.5 (C6), 77.8 (C2), 71.4 (C3), 71.1 (2 CH2Bn), 
70.7 (CH2Bn), 70.5 (CH2Bn), 70.0 (CH2Bn), 24.4 (C4).  
 
LRMS (ESIMS) m/z :769 [M+H]
+
.  




38 - Benzyl O,O-diethylphosphonoacetate 
 
 
CAS : 7396-44-3 
MM : 286.26 g.mol
-1
   
ME : 286.09 
FM : C13H19O5P 
 
According to the procedure described in the litterature,
125
 a mixture of benzyl-2-bromoacetate 
(13.8 mL, 87.8 mmol) and triethyl phosphite (16.5 mL, 97.5 mmol) was stirred and gradually 
heated to distil ethyl bromide (bp = 39°C). After completion of the distillation, the reaction 
mixture was heated to 200°C for 1 h and then cooled gently to room temperature. The 
fractioned distillation under vacuum provided 38 [bp = 165°C, 0.9 mm Hg, (lit.
146
 bp = 
130 °C, 0.1 mm Hg)], as a colorless oil (20 g, 80%).  
 
Rf = 0.10 [Cyclohexane/CH2Cl2, (9:1)] 
 
IR (ZnSe) ν 3477, 2985, 2335, 1737, 1456, 1394, 1270, 1213, 1163, 1116, 1051, 1024, 973, 





H RMN (CDCl3, 300 MHz) : 1.29 (t, J = 7.0 Hz, 2 CH3), 3.01 (d, J = 21.5, CH2), 4.08-4.18 
(m, CH2), 5.18 (s, CH2Bn), 7.32-7.39 (m, HAr).  
 
13
C RMN (CDCl3, 75 MHz) : 165.6 (d, JC-P = 6.3 Hz, C=O), 135.3 (Cq), 128.5 (CH), 128.4 
(CH), 128.3 (CH), 67.3 (CH2Bn), 62.7 (CH2), 62.6 (CH2), 34.4 (d, JC-P = 134.2 Hz, CH2), 
16.3 (CH3), 16.2 (CH3).  
 
31
P NMR (CDCl3, 75 MHz) : 19.42 (bs).  
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C13H19O5NaP 309.0862, found 309.0869. 
  




41a - (2R,3S)-per-O-benzyl-8-benzyloxy-acrylate catechin 
 
CAS : 1312298-13-7  
MM : 901.05 g.mol
-1
   
ME : 900.36 
FM : C60H52O8 
 
A 60 % dispersion of sodium hydride in mineral oil (115.6 mg, 4.82 mmol) was placed in a 
100 mL flask and mineral oil was removed by washing with pentane (3 × 5 mL). Anhydrous 
DMF (27 mL) was added to the flask containing the sodium hydride under argon atmosphere. 
To the resulting suspension of NaH, cooled at 0 °C, was added dropwise benzyl 
phosphonoacetate (38, 1.26 g, 4.40 mmol) under argon atmosphere. After stirring at room 
temperature for 20 min, a solution of 37a (1.81 g, 2.35 mmol) in dry DMF (20 mL) was added 
dropwise at 0 °C. The reaction mixture was stirred at room temperature under argon 
atmosphere for 19 h, after which time it was diluted with EtOAc (200 mL), extracted with 
H2O (3 × 200 mL) and brine (100 mL). The organic extract was dried over anhydrous 
Na2SO4, filtered and evaporated. The resulting residue was purified by column 
chromatography, eluting with cyclohexane/EtOAc (9:1) to remove impurities, and then with 
cyclohexane/EtOAc (8:2), to give the expected product 41a as a pale yellow solid (1.67 g, 79 %). 
 
m.p. : 59-60°C.  
 
Rf = 0.5 [Cyclohexane/EtOAc, (8:2)] 
 
IR (ZnSe) ν 3718, 3063, 3031, 2867, 2364, 1702, 1599, 1513, 1454, 1420, 1378, 1251, 1215, 
1126, 1027 cm-1.   
 
1
H RMN (CDCl3, 300 MHz) : 2.83 (dd, J = 7.6 Hz, J = 16.4 Hz, H4), 2.98 (dd, J = 5.3 Hz, J 
= 16.6 Hz, H4), 3.83 (dd, J = 7.2,J = 12.6 Hz, H3), 4.38 (d, J = 11.9 Hz, CH2Bn), 5.06 (bs, 
H2), 5.08 (bs, CH2Bn), 5.16 (bs, CH2Bn), 5.19 (bs, CH2Bn), 5.25 (bs, CH2Bn), 5.28 (bs, 
CH2Bn), 6.29 (s, H6), 7.01 (bs, H3’, H6’), 7.06 (d, J = 16.2 Hz, H12), 7.10 (bs, H2’), 7.19-
7.22 (m, Har), 7.31-7.57 (m, HAr), 8.42 (d, J = 16.2 Hz, H11),.   
 
13
C RMN (CDCl3, 75 MHz) : 168.5 (C=O), 158.5 (C7), 158.3 (C5), 155.1 (C9), 148.8 (C5’), 
148.6 (C4’), 137.8 (Cq), 137.2 (Cq), 137.1 (Cq), 136.6 (Cq), 136.5 (Cq), 136.3 (Cq), 135.9 
(C11), 131.8 (C1’), 128.5 (2 CHAr), 128.3 (3 CHAr), 128.1 (CHAr), 127.9 (CHAr), 127.8 
(CHAr), 127.7 (CHAr), 127.6 (4 CHAr), 127.5 (CHAr), 127.2 (2 CHAr), 127.0 (2 CH), 119.8 
(C3’), 117.8 (C12), 114.8 (C6’), 113.8 (C2’), 105.7 (C8), 102.5 (C10), 90.9 (C6), 79.5 (C2), 
73.7 (C3), 71.3 (CH2Bn), 71.2 (CH2Bn), 70.1 (CH2Bn), 70.7 (CH2Bn), 69.9 (CH2Bn), 65.4 
(CH2Bn), 25.1 (C4).  
 




HRMS (ESI-TOF) :calculated for C60H52O8Na 923.3554, found 923.3566  




41b - (2R,3R)-per-O-benzyl-8-benzyloxy-acrylate epicatechin 
 
CAS : 1312298-14-8
MM : 901.05 g.mol
-1
   
ME : 900.36 
FM : C60H52O8 
 
60 % dispersion of sodium hydride in mineral oil (179.9 mg, 7.50 mmol) was placed in a 
100 mL flask and mineral oil was removed by washing with pentane (3 × 5 mL). Anhydrous 
DMF (20 mL) was added to the flask containing the sodium hydride under argon atmosphere. 
To the resulting suspension of NaH, cooled at 0 °C, was added dropwise benzyl 
phosphonoacetate (38, 1.59 g, 5.55 mmol) under argon atmosphere. After stirring at room 
temperature for 20 min, a solution of 37b (2.80 g, 3.64 mmol) in dry DMF (35 mL) was 
added dropwise at 0°C. The reaction mixture was stirred at room temperature under argon 
atmosphere for 19 h, after which time it was diluted with EtOAc (200 mL), extracted with 
H2O (3 × 200 mL) and brine (100 mL). The organic extract was dried over anhydrous 
Na2SO4, filtered and evaporated. The resulting residue was purified by column 
chromatography, eluting with cyclohexane/EtOAc (9:1) to remove impurities, and then with 
cyclohexane/EtOAc (8:2), to give the expected product 41b as a white solid (2.64 g, 80%).  
 
m.p. : 95-96°C.  
 
Rf = 0.5 [Cyclohexane/EtOAc, (8:2)] 
 
IR (ZnSe) ν 3700, 3061, 3029, 2363, 2341, 1700, 1599, 1508, 1498, 1452, 1418, 1289, 1269, 





H RMN (CDCl3, 300 MHz) : 2.82 (dd, J = 4.3 Hz, J = 17.0 Hz, H4), 2.97 (dd, J = 3.5 Hz, 
J = 17.1 Hz, H4), 3.98 (bs, H3), 4.38 (d, J = 12.5 Hz, CH2Bn), 5.03 (bs, 8H, 4 CH2Bn), 5.13 
(d, J = 12.5 Hz, H2), 5.21 (s, CH2Bn), 5.21 (bs, CH2Bn), 6.22 (s, H6), 6.94 (bs, H3’, H6’), 
7.02-7.05 (m, H2’), 7.04 (d, J = 16.3 Hz, H12 ), 7.20-7.53 (m, 30 H, HAr), 8,38 (d, J = 
16.2 Hz, H11), ,.  
 
13
C RMN (CDCl3, 75 MHz) : 168.6 (C=O), 158.9 (C7), 158.3 (C5), 155.4 (C9), 148.9 (C- 
5’), 148.2 (C4’), 137.9 (Cq), 137.4, (Cq), 137.3 (Cq), 136.7 (Cq), 136.6 (Cq), 136.5 (Cq), 
136.1 (C11), 131.7 (C1’), 128.6 (2CH), 128.4 (CH), 128.3 (2CH), 128.1 (CH), 128.0 (CH), 
127.9 (CH), 127.8 (CH), 127.7 (2CH), 127.6 (CH), 127.5 (CH), 127.4 (CH), 127.3 (2CH), 
127.1 (CH), 127.0 (CH), 119.2 (C3’), 117.8 (C12), 114.8 (C6’), 113.3 (C2’), 106.1 (C8), 
101.9 (C10), 91.0 (C6), 78.1 (C2), 72.0 (C3), 71.4 (CH2Bn), 71.2 (CH2Bn), 70.9 (CH2Bn), 
70.7 (CH2Bn), 70.0 (CH2Bn), 65.5 (CH2Bn), 24.6 (C4).  
 




HRMS (ESI-TOF) :calculated for C60H52O8Na 923.3554, found 923.3604 








MM : 362.33 g.mol
-1
   
ME : 362.10 
FM : C18H18O8 
 
Debenzylation and reduction of compound 41a (1.06 g, 1.18 mmol) in a mixture of THF 
(4 mL), MeOH (4 mL) and CH2Cl2 (1.4 mL) was carried out under H2 (balloon) at room 
temperature for 72 h in the presence of 10 wt % Pd/C (279 mg Pd/C, 0.26 mmol Pd). After 
evaporation of the solvents, the crude residue was dissolved in EtOAc, filtered through 
Celite® and the solid was washed with EtOAc (100 mL). Evaporation of the solvent furnished 
the expected product 42a as a white solid (428 mg, quantitative yield).  
 
m.p. :198-199°C (decomp.).  
 
Rf = 0.15 [CH2Cl2/MeOH, (8:2)] 
 
IR (ZnSe) ν3362, 1694, 1619, 1523, 1454, 1378, 1283, 1209, 1174, 1060 cm-1.  

1
H RMN (acetone-d6, 300 MHz) : 2.52-2.55 (m, H-12), 2.55-2.60 (m, H4), 2.79-2.83 (m, 
H11), 2.90 (dd, J = 5.3, 16.2, H4), 3.57 (s, O-H), 3.97 (dd, J = 7.6 Hz, J = 13.4 Hz, H3), 4.64 
(d, J = 7.6 Hz, H2), 6.08 (s, H6), 6.75-6.81 (m, H3’, H6’), 6.92-6.92 (m, H2’).  
 
13
C RMN (acetone-d6, 75 MHz) : 176.2 (C=O), 154.8 (C7), 154.8 (C5), 154.2 (C9), 145.5 
(C5’), 145.4 (C4’), 132.2 (C1’), 119.5 (C3’), 115.6 (C6’), 114.7 (C2’), 106.5 (C8), 100.7 
(C10), 96.4 (C6), 82.4 (C2), 68.2 (C3), 34.1 (C12), 28.5 (C4), 18.9 (C11).  
 




HRMS (ESI-TOF) :calculated for C18H18O8Na 385.0893, found 385.0891 
  








MM : 362.33 g.mol
-1
   
ME : 362.10 
FM : C18H18O8 
 
Debenzylation and reduction of compound 41b (668.6 mg, 0.74 mmol) in a mixture of THF 
(2.7 mL), MeOH (2.7 mL) and CH2Cl2 (0.9 mL) was carried out under H2 (balloon) at room 
temperature for 72 h in the presence of 10 wt % Pd/C (185 mg Pd/C, 0.17 mmol Pd). After 
evaporation of the solvents, the crude residue was dissolved in EtOAc, filtered through 
Celite® and the solid was washed with EtOAc (100 mL). Evaporation of the solvent furnished 
the expected product 42b as a white solid (267 mg, quantitative yield).  
 
m.p. : 66-67°C.  
 
Rf = 0.23 [CH2Cl2/MeOH, (8:2)] 
 






H RMN (acetone-d6, 300 MHz) : 2.59 (m, H11), 2.77 (dd, J = 2.9, 16.8 H4), 2.83-2.85 (m, 
H12), 2.87-2.92 (m, H4), 4.23 (bs, H3), 4.93 (bs, H2), 6.07 (s, H6), 6.78-6.88 (m, H3’, H6’), 
7.10 (d, J = 1.7 Hz, H2’).  
 
13
C RMN (acetone-d6, 75 MHz) : 177.4 (C=O), 155.2 (C7), 154.8 (C5), 154.4 (C9), 145.3 
(C5’), 145.1 (C4’), 132.2 (C1’), 118.8 (C3’), 115.4 (C6’), 114.8 (C2’), 107.1 (C8), 99.8 
(C10), 96.6 (C6), 79.1 (C2), 66.5 (C3), 34.7 (C12), 28.9 (C4), 18.9 (C11).  
 
LRMS (ESIMS) m/z :
 
HRMS (ESI-TOF) :calculated for C18H18O8Na 385.0893, found 385.0897 
  




32a - 8-lactone-catechin 
 
 CAS : 1312298-20-6 
MM : 344.31 g.mol
-1
   
ME : 344.08 
FM : C18H16O7 
 
To a stirred solution of 42a (79 mg, 0.22 mmol) in anhydrous DMF (3 mL) was added EDCI 
(46 mg, 0.24 mmol). The reaction mixture was stirred for 19 h at room temperature under 
argon atmosphere. The solution was evaporated until dryness, taken upin ethyl acetate 
(80 mL), washed twice with an aqueous satured solution of NH4Cl (2 × 15 mL), brine 
(15 mL), dried over Na2SO4, filtered and concentrated invacuo to furnish the product 32a as 
a white powder (70 mg, 93 %).  
 
m.p. : 222-223 °C 
 
Rf = 0.51 [CH2Cl2/MeOH, (8:2)] 
 
1
H RMN (acetone-d6, 300 MHz) : -m, 3H), 2.81-2.98 (m, 3H), 4.02-4.12 (m, 1H), 
4.71 (d, J = 7.4 Hz, 1H), 6.16 (s, 1H), 6.76 (dd, J = 1.8 Hz, J = 8.2 Hz, 1H), 6.81 (d, J = 8.1 
Hz, 1H), 6.90 (d, J = 1.8 Hz, 1H). 
 
13
C RMN (acetone-d6, 75.5 MHz):CO), 155.7 (C7), 152.8 (C5), 152.1 (C9), 145.8 
(C5’), 145.7 (C4’), 131.8 (C1’), 119.8 (C3’), 115.8 (C6’), 115.0 (C2’), 105.3 (C8), 102.3 
(C10), 96.2 (C6), 82.8 (C2), 67.8 (C3), 29.4 (C12), 28.6 (C4), 18.0 (C11). 
 
IR (ZnSe) ν 3395, 1739, 1618, 1272, 1168, 1114 cm-1. 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C18H16O7Na 367.0788 found 367.0824. 
  




32b - 8-lactone-epicatechin 
 
 
CAS : New product
MM : 344.31 g.mol
-1
 
ME : 344.08 
FM : C18H16O7 
 
To a stirred solution of 42b (114 mg, 0.32mmol) in anhydrous DMF (9 mL) was added EDCI 
(66 mg, 0.35mmol). The reaction mixture stirred for 18 hat room temperature under argon 
atmosphere. The solution was evaporated until dryness, taken up in ethylacetate (120 mL), 
washed twice with an aqueous satured solution of NH4Cl (2 × 20 mL), brine (20 mL), dried 
over Na2SO4, filtered and concentrated in vacuo to furnish the product 32b as a beige foam 
(80 mg, 74 %). 
 
m.p. : 216-217°C.  
 
Rf = 0.75 [CH2Cl2/MeOH, (8:2)] 
 
IR (ZnSe) ν cm.  

1
H RMN (acetone-d6, 300 MHz) : 2.69-2.72 (m, 2H), 2.82-2.92 (m, 4H), 4.30-4.32 (m, 1H), 
4.98 (s, 1H), 6.15 (s, 1H), 6.81 (d, J = 8.1 Hz, 1H), 6.87 (dd, J = 1.5 Hz, J = 8.2 Hz, 1H), 7.09 
(d, J = 1.9 Hz, 1H), 8.02 (bs, 3H).
 
13
C RMN (acetone-d6, 75 MHz) :168.8 (CO), 156.0 (C7), 153.0 (C5), 151.8 (C9), 145.4 
(C5’), 145.2 (C4’), 131.8 (C1’), 118.9 (C3’), 115.5 (C6’), 114.9 (C2’), 104.4 (C8), 102.2 
(C10), 96.0 (C6), 79.5 (C2), 66.2 (C3), 29.3 (C12), 29.2 (C4), 17.8 (C11). 
 
LRMS (ESIMS) m/z :a
 
HRMS (ESI-TOF) :calculated for C18H16O7Na 367.0788, found 367.0791 
  









CAS : 478796-22-4 
MM : 756.31 g.mol
-1
   
ME : 756.88 
FM : C50H44O7 
 
To a solution of tetra-O-benzylated catechin (34a, 1,67 g, 2.57 mmol) and benzylic alcohol 
(2.66 ml) in CH2Cl2 (20 ml) was added DDQ (1.17 g, 5.14 mmol). After stirring 24h at room 
temperature under argon atmosphere, the resulting purple solid was removed by filtration.The 
organic extract was evaporated and the residue was purified by column chromatography, 
eluted with CH2Cl2/cyclohexane (9:1), to give the expected compound 43 as a white solid 
(1.29 g, 66%). 
 
m.p. : 124-125°C. 
 
Rf = 0.86 (CH2Cl2). 
 




H RMN (acetone-d6, 300 MHz) : 3.80 (d, 
3
JOH-3= 8.1 Hz, OH), 3.98-4.02 (m, H3), 4.78 (d, 
2
J = 11.6 Hz, 1H, CH2Bn), 4.88 (d, 
2
J = 11.6 Hz, 1H, CH2Bn), 4.93(d, 
3
J4-3= 3.3 Hz, H4), 
5.09-5.19 (m, 9H, H2 and 4CH2Bn),6.15 (d, 
4
J6-8 = 2.2 Hz, H6), 6.40 (d, 
4
J8-6 = 2.3 Hz, H8), 
7.06 (bs, H3’ and H6’), 7.27-7.53 (m, 25 HAr and H2’). 
 
13
C RMN (CDCl3, 75,5 MHz) : 161.7, 159.5, 157.0, 149.9, 149.7, 140.7, 138.7, 138.6, 138.2, 
138.0, 133.5, 129.3, 129.2, 129.2, 129.1, 128.8, 128.7, 128.7, 128.6, 128.5, 128.4, 128.2, 
128.2, 127.8,  122.4, 115.8, 115.2, 105.2, 95.2, 94.0, 77.8, 73.6, 71.9, 71.7, 71.6, 71.0, 70.8, 
70.5. 
 
LRMS (ESIMS) m/z :a
 
HRMS (FAB) : calculated forC50H45O7 757,3165, found 757,3151. 
  




34c - (2R,3S,4S)-3,4,4’,5,5’,7-hexa-O-benzyl-leucocyanidin 
 
 
CAS : New product 
MM : 847.0 g.mol
-1
   
ME : 846.35 
FM : C57H50O7 
 
A 60% dispersion of sodium hydrure in mineral oil (50 mg, 1.2 mmol) was placed in a 50 ml 
flask and mineral oil was removed by washing with pentane (2 ×5 ml). Then, a solution of 43 
(467 mg, 0.62 mmol) in dry DMF (5 ml) was added under argon atmosphere at 0°C. After 
stirring the resulting mixture 30 min at 0°C and 5 min at room temperature, benzyl bromide 
(110 µL, 0.93 mmol) was added dropwise. The reaction mixture was stirred 30 min at 0°C 
and then 21 h at room temperature under argon atmosphere. After this time washed sodium 
hydrure (25 mg, 0.62 mmol) was added and the mixture was stirred for 5 more hours, after 
which the reaction mixture was quenched by addition of water (10 ml) and extracted with 
CH2Cl2 (3 × 20 ml). The combined organic extracts were washed with water (3 × 20 ml) and 
then brine (20 ml), dried over anhydrous MgSO4, filtered and evaporated. The resulting 
residue was purified by column chromatography, eluting with cyclohexane/CH2Cl2 (2:8), to 
give the expected compound 34c as a white solid (365 mg, 68 %).    
 
m.p. : 51-52 °C. 
 
Rf = 0,39 [Cyclohexane/EtOAc, (85:15)]. 
 
IR (ZnSe) ν 3088, 2917, 2868, 1614, 1593, 1454, 1265, 1151, 1122, 1027, 736, 697 cm-1. 
 
1
H RMN (acetone-d6, 300 MHz) : 3.84 (dd,
 3
J3-4cis = 3.0 Hz, 
3
J2-3trans = 10.4 Hz, H3), 4.12 (d, 
2
J = 11.9 Hz, 1H,  CH2Bn), 4.41 (d, 
2
J = 11.9 Hz, 1H, CH2Bn), 4.73 (d, 
2
J = 11.5 Hz, 1H, 
CH2Bn), 4.92 (d, 
2
J = 11.5 Hz, 1H, CH2Bn), 5.06 (d,
3
J4-3cis = 3.0 Hz, H4), 5.13-5.24 (m, 9H, 4 
CH2Bn and H2), 6.14 (d, 
4
J6-8 = 2.2 Hz, H8), 6.39 (d, 
4
J8-6 = 2,2 Hz, H6), 7.01-7.12 (m, H3’, 
H6’and H2’), 7.18-7.54 (m, 30 HAr). 
 
13
C RMN (CDCl3, 75,5 MHz) : 160.7 (C5), 158.4 (C7), 156.0 (C9), 148.9 (C5’), 148.8 
(C4’), 139.4 (Cq-Ar), 137.8 (Cq-Ar), 137.3 (Cq-Ar), 137.2 (Cq-Ar), 136.6 (2 Cq-Ar), 132.4 
(C1’), 128.6 (3 CHAr), 128.4 (3 CHAr), 128.0 (2 CHAr), 127.8 (CHAr), 127.7 (2 CHAr), 
127.6 (2 CHAr), 127.5 (CHAr), 127.4 (CHAr), 127.3 (2 CHAr), 127.1 (CHAr), 121.2 (C3’), 
114.9 (C6’), 114.3 (C2’), 104.2 (C8), 94.2 (C10), 93.5 (C6), 78.9 (C2), 75.5 (C3), 72.1 
(CH2Bn), 71.7 (CH2Bn), 71.3 (CH2Bn), 71.0 (CH2Bn), 70.4 (CH2Bn), 70.0 (CH2Bn),67.2 
(C4). 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C57H50O7Na 869,3448, found 869,3409. 
 




44 - (R)-3,5,7-tris(benzyloxy)-2-(4’,5’-bis(benzyloxy)phenyl)-2H-chromene-8-carbaldehyde 
 
 
CAS : New product 
MM : 766.87 g.mol
-1
   
ME : 766.29 
FM : C51H42O7 
 
To 2.5 ml of anhydrous DMF was added dropwise POCl3 (170 µl, 1.85 mmol). The resulting 
mixture was stirred 20 min at room temperature under argon atmosphere. A solution of 
compound 34c (356 mg, 0.40 mmol) in anhydrous DMF (4 ml) was then added under argon 
atmosphere and the resulting mixture was first stirred at 75 °C for 4h and then at room 
temperature for 15 h. After which time the resulting mixture was cooled at 0°C. After the 
addition of water (5 ml) to quench the reaction, the pH was adjusted to 8 with a NaOH 
aqueous solution (1 M). EtOAC (20 ml) was then added and the reaction mixture was stirred 
vigorously for 50 min. After separation, the aqueous layer was extracted with EtOAc (3 × 20 
ml). The combined organic extracts were washed with H2O (3 × 30 ml) and brine (30 ml), 
dried over MgSO4, filtered and evaporated. The residue was purified by column 
chromatography, eluted with cyclohexane/EtOAc (8:2) to give the product 44 as a pale yellow 
oil (138 mg, 45 %).    
 
m.p. : 46-47°C. 
 
Rf  = 0,26 [Cyclohexane/EtOAc, (8:2)]. 
 
IR (ZnSe) ν 3032, 2924, 1678, 1592, 1511, 1455, 1262, 1182, 1027, 737 cm-1. 
 
1
H RMN (acetone-d6, 300 MHz) : 5.04-5.09 (m, 4H, 2CH2Bn),  5.11 (bs, 2H, CH2Bn), 5.20 
(bs, 2H, CH2Bn), 5.27 (s, 2H, CH2Bn), 5,78 (s, H2), 6.13 (s, H4), 6.61 (s, H6), 6.97 (bs, 2H, 
H2’ and H3’), 7.26-7.54 (m, 26H, HAr and H2’), 10.34 (s, CHO). 
 
13
C RMN (CDCl3, 75,5 MHz) : 187,4 (CO), 160,2 (C7), 157,9 (C5), 153,3 (C9), 149,0 (C5’), 
148,7 (C4’), 137,2 (Cq-Ar), 136,2, (Cq-Ar), 136,1 (Cq-Ar), 136,0 (Cq-Ar), 131,2 (C1’), 128,7 
(CHAr), 128,6 (CHAr), 128,5 (CHAr), 128,4 (CHAr), 128,3 (CHAr), 128,1 (CHAr), 128,0 
(CHAr), 127,7 (CHAr), 127,6 (CHAr), 127,3 (CHAr), 127,2 (CHAr), 126,9 (CHAr), 119,8 
(C3’), 114,4 (C6’), 113,7 (C2’), 109,6 (C8), 106,0 (C10), 91,6 (C6), 88,7 (C4), 76,6 (C2), 
71,1 (CH2Bn), 71,0 (CH2Bn), 70,8 (CH2Bn), 70,4 (CH2Bn), 69,8 (CH2Bn). 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C51H42O7Na 789,2822, found 789,2833.  




45 - (2R,3S,4S)-8,3-diformyl-4,4’,5,5’,7-penta-O-benzyl-leucocyanidin 
 
 
CAS : New product 
MM : 812.90 g.mol
-1
   
ME : 812.30 
FM : C53H46O9 
 
To 0.6 mL of anhydrous DMF was added dropwise POCl3 (58 µl, 0.63 mmol). The resulting 
mixture was stirred 20 min at room temperature under argon atmosphere. A solution of 
compound 33 (109 mg, 0.14 mmol) in anhydrous DMF (0.3 ml) was then added under argon 
atmosphere and the resulting mixture was first stirred at 75 °C for 2 h and then at room 
temperature for 15 h. After which time the resulting mixture was cooled at 0 °C. After the 
addition of water (1 ml) to quench the reaction, the pH was adjusted to 8 with a NaOH 
aqueous solution (1 M). EtOAC (4 ml) was then added and the reaction mixture was stirred 
vigorously for 10 min. After separation, the aqueous layer was extracted with EtOAc (3 × 5 
ml). The combined organic extracts were washed with H2O (3 × 15 ml) and brine (15 ml), 
dried over MgSO4, filtered and evaporated. The residue was purified by column 
chromatography, eluted with cyclohexane/EtOAc (3:1) to give the product 45 as a pale yellow 
foam (52 mg, 47 %). 
 
Rf  = 0.36 [Cyclohexane/EtOAc,(3:1)]. 
 
IR (ZnSe) ν 3412, 3032, 2873, 1599 cm-1. 
 
1
H NMR (acetone-d6, 300 MHz) : 4.70 (d, 
2
J = 11.5 Hz, 1H, CH2Bn), 4.78 (d, 
2
J = 11.5 Hz, 
1H, CH2Bn), 5.08 (d, 
3
J4-3 = 3.0 Hz, H4), 5.17 (bs, 2H, CH2Bn), 5.19 (bs, 2H, CH2Bn), 5.29-
5.38 (m, 5H, 2 CH2Bn and H3), 5.46 (d, 
3
J2-3 = 10.8 Hz, H2), 6.72 (H6), 7.06-7.12 (m, 2H, 
H2’ and H3’), 7.27-7.59 (m, 26H, HAr and H6’), 7.88 (bs, OCHO), 10.34 (s, CHO). 
 
13
CNMR (acetone-d6, 75,5 MHz) : 186.2 (C11), 163.6 (C5), 163.5 (C7), 160.7 (C12), 158.6 
(C9), 150.4, 149.7 (C4’ and C5’), 139.9 (CqBn), 138.5 (2 CqBn), 137.7 (CqBn), 137.1 
(CqBn), 130.7 (C1’), 129.5 (CArBn), 129.3 (CArBn), 129.3 (CArBn), 129.2 (CArBn), 129.2 
(CArBn), 128.9 (CArBn), 128.7 (CArBn), 128.5 (CArBn), 128.5 (CArBn), 128.5 (CArBn), 
128.4 (CArBn), 128.4 (CArBn), 128.1 (CArBn), 128.0 (CArBn), 122.1 (C2’), 115.4 (C6’), 
115.1 (C3’), 109.2 (C8), 104.8 (C10), 92.0 (C6), 75.4 (C2), 74.2 (CH2Bn), 72.6 (C3), 71.7 
(CH2Bn), 71.6 (CH2Bn), 71.5 (CH2Bn), 71.3 (CH2Bn), 68.5 (C4). 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C53H46O9Na 835.2891, found 835.2877.  







CAS : New product 
MM : 945.06 g.mol
-1
   
ME : 944.36 
FM : C61H52O10 
 
A 60% dispersion of sodium hydride in mineral oil (13 mg, 0.33 mmol) was placed in a 25 ml 
flask and mineral oil was removed by washing with pentane (3 ml). Anhydrous DMF (2 ml) 
was added to the flask containing the sodium hydride under argon atmosphere. To the 
resulting suspension of NaH was added dropwise benzyl phosphonoacetate 38 (162 mg, 
0.56mmol) under argon atmosphere. After stirring at room temperature for 3 h, the reaction 
mixture was cooled at − 15 °C. Then, a solution of 45 (99 mg, 0.13 mmol) in dry DMF 
(1.7 ml) was added dropwise. The reaction mixture was stirred at -10 °C under argon 
atmosphere for 3 h and to 16 °C for 20 h. After which time the reaction was cooled at 0 °C. 
Then 8 ml of water was added and the compound was extracted with ethyl acetate 
(3 ×12 ml). The combined organic extracts were washed with water (2×30 ml) and then with 
brine (30 ml), dried over anhydrous MgSO4, filtered and evaporated. The residue was 
purified by column chromatography with combiflash, eluted with cyclohexane/EtOAc (100 % 
cyclohexane to 81:17 in 4 min, then 81:17 for 21 min, 30 ml/min) to give the product 46 as a 
yellow oil (28 mg, 24 %). 
 
Rf  = 0.32 [Cyclohexane/EtOAc,(8:2)]. 
 
IR (ZnSe) ν 3584, 2928, 2855, 1715, 1643, 1518, 1232, 1185, 1079, 1008, 980, 816 cm-1. 
 
1
H RMN (acetone-d6, 300 MHz) : 4.72 (d, 
1
J = 11.4 Hz, 1H, CH2Bn), 5.11-5.21 (m, 7H, 3 
CH2Bn and H4), 5.27-5.39 (m, 5H, 2 CH2Bn and H3), 5.51 (d, 
2
J2-3 = 10.8 Hz, H2), 6.76 (s, 
H6), 6.82 (d, 
2
J11-12 = 16.3 Hz, H12), 7.11 (bs, 2H, H3’ and H2’), 7.24-7.54 (m, 31H, 30 HAr, 
and H6’), 7.90 (s, OCHO), 8.17 (d, 2J12-11 = 16.3 Hz, H11). 
 
13
C RMN (acetone-d6, 75,5 MHz) : 168.4 (C13), 161.5 (C7), 160.7 (C5), 160.7 (C14), 156.1 
(C9), 150.5, 149.9 (C4’ and C3’), 140.0 (CqBn), 138.5 (CqBn), 137.9 (CqBn), 137.5 (2 
CqBn), 137.4 (CqBn), 135.9 (C11), 130.8 (C1’), 129.5 (CArBn), 129.2 (CArBn), 129.2 
(CArBn), 129.1 (CArBn), 129.1 (CArBn), 129.0 (CArBn), 128.6 (CArBn), 128.6 (CArBn), 
128.5 (CArBn), 128.5 (CArBn), 128.5 (CArBn), 128.4 (CArBn), 128.4 (CArBn), 128.1 
(CArBn), 122.2 (C2’), 118.9 (C12), 115.2 (C6’), 115.0 (C3’), 105.9 (C8), 105.1 (C10), 92.2 
(C6), 75.7 (C2), 74.1 (CH2Bn), 72.7 (C3), 71.8 (CH2Bn), 71.6 (CH2Bn), 71.5 (2 CH2Bn), 68.6 
(C4), 65.9 (CH2Bn). 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C61H52O10 968.0493, found 968.0496. 




48 - (2R,3S,4S)-8-formyl-4,4’,5,5’,7-penta-O-benzyl-leucocyanidin 
  
 
CAS : New product 
MM : 784.89 g.mol
-1
   
ME : 784.30 
FM : C51H44O8 
 
To a solution of 45 (60 mg, 0.07 mmol) in THF (0.9 ml) and water (0.1 ml) was added lithium 
hydroxide monohydrate (0.6 mg, 0.14 mmol). The reaction was stirred 18 h under argon 
atmosphere. Then the reaction was extracted with EtOAc (15 ml) and washed with water (2 × 
5 ml) and brine (2 × 5 ml). The organic layer was dried over NaSO4, filtred and evapored. The 
product 48 is obtained as a yellow solid (57 mg, 98 %). 
 
Rf  = 0.30 [Cyclohexane/EtOAc, (3:1)]. 
 
IR (ZnSe) ν 3032, 2924, 1677, 1593, 1510, 1454, 1262, 1180, 1027, 736 cm-1. 
 
1
H NMR (acetone-d6, 300 MHz) : 3.96-4.04 (m, H3), 4.07 (d, 
2
JOH-3 = 7.7 Hz, OH), 4.75 (d, 
2
J = 11.5 Hz, 1H, CH2Bn), 4.91 (d, 
2
J = 11.5 Hz, 1H, CH2Bn), 4.95 (d, 
2
J4-3 = 3.1 Hz, H4), 
5.19 (bs, 4H, 2 CH2Bn), 5.23 (d, 
2
J2-3 = 9.9 Hz, H2), 5.30-5.33(m, 4H, 2CH2Bn), 6.68 (s, H6), 
7.07 (d, 
2
J3’-2’ = 8.3 Hz, H3’), 7.13 (dd, 
3
J2’-6’ = 1.8 Hz, 
2
J2’-3’ = 8.3 Hz, H2’), 7.22-7.59 (m, 
26H, 25 HAr and H6’), 8.07 (s, OCHO), 10.34 (s, CHO).    
 
13
CNMR (acetone-d6, 75,5 MHz) : 186.4 (CHO), 163.7 (C5), 163.4 (C7), 159.0 (C9), 149.9, 
149.7 (C4’, C3’), 140.5 (CqBn), 138.7 (CqBn), 138.6 (CqBn), 137.8 (CqBn),137.3 
(CqBn),132.9 (C1’), 129.5 (CArBn), 129.3 (CArBn), 129.2 (CArBn), 129.1 (CArBn), 129.1 
(CArBn), 129.0 (CArBn), 128.8 (CArBn), 128.6 (CArBn), 128.5 (CArBn), 128.3 (CArBn), 
128.2 (CArBn), 128.0 (CArBn), 127.9 (CArBn),122.1 (C2’), 115.6 (C6’), 115.2 (C3’), 109.2 
(C8), 105.7 (C10), 91.6 (C6), 78.1 (C2), 74.1 (CH2Bn), 71.8 (C3), 71.7 (CH2Bn), 71.6 
(CH2Bn), 71.5 (CH2Bn), 71.1 (CH2Bn), 70.7 (C4). 
 















47 - (R,E)-benzyl-(2R,3S,4S)-8-formyl-4,4’,5,5’,7-penta-O-benzyl-leucocyanidinacrylate 
 
 
CAS : New product 
MM : 917.05 g.mol
-1
   
ME : 916.36 
FM : C60H52O9 
 
A 60% dispersion of sodium hydride in mineral oil (7 mg, 0.28 mmol) was placed in a 25 mL 
flask and mineral oil was removed by washing with pentane (2 2 ml). Anhydrous DMF 
(2 ml) was added to the flask containing the sodium hydride under argon atmosphere. To the 
resulting suspension of NaH was added dropwise benzyl phosphonoacetate 38 (80 mg, 
0.28 mmol) under argon atmosphere. After stirring at room temperature for 1 h, a solution of 
48 (129 mg, 0.16 mmol) in dry DMF (1.5 ml) was added dropwise at 0 °C. The reaction 
mixture was stirred at room temperature under argon atmosphere for 18 h, after which time 
the reaction was cooled at 0 °C. Then 8 ml of water was added and the compound was 
extracted with ethyl acetate (3 12 ml). The combined organic extracts were washed with 
water (2 30 ml) and then with brine (30 ml), dried over anhydrous MgSO4, filtered and 
evaporated. The resulting residue was purified by crystallization in cyclohexane/EtOAc 
(10 ml) (8.9:1.1), to give the expected product 47 as white thin needles (65 mg, 43 %). 
 
Rf  = 0.24 [Cyclohexane/EtOAc, (8:2)]. 
 
IR (ZnSe) ν 2923, 1711, 1588, 1265, 697 cm-1. 
 
1
H RMN (acetone-d6, 300 MHz) : 3.98-4.06 (m, 2H, H3 and OH), 4.76 (d, 
1
J = 11.5 Hz, 1H, 
CH2Bn), 4.90 (d, 
1
J = 11.5 Hz, 1H, CH2Bn), 4.97 (d, 
2
J4-3 = 3.0 Hz, H4), 5.10 (s, 2H, CH2Bn), 
5.15-5.18 (m, 4H, 2 CH2Bn), 5.24-5.31 (m, 5H, 2 CH2Bn and H2),  6.70 (s, H6), 6.82 (d, 
2
J11-
12 = 16.3 Hz, H12), 7.09 (d, 
2
J3’-2’ = 8.3 Hz, H3’), 7.16  (dd, 
3
J2’-6’ = 1.8 Hz, 
2
J2’-3’ = 8.3 Hz, 
H2’), 7.20-7.55 (m, 31H, 30 HAr and H6’), 8.18 (d, 2J12-11 = 16.3 Hz, H11). 
 
13
C RMN (acetone-d6, 75,5 MHz) :168.5 (OCOBn), 161.3 (C5), 160.9 (C7), 156,5 (C9), 
150.0, 150.0 (C4’ and C3’), 140.6 (CqBn), 138.7 (CqBn), 138.7 (CqBn), 138.0 (CqBn), 137.7 
(CqBn), 137.6 (CqBn),136.3 (C12), 132.1 (C1’), 129.5 (CArBn), 129.5 (CArBn), 129.2 
(CArBn), 129.2 (CArBn), 129.1 (CArBn), 129.0 (CArBn), 128.9 (CArBn), 128.9 (CArBn), 
128.8 (CArBn), 128.5 (CArBn), 128.5 (CArBn), 128.4 (CArBn), 128.3 (CArBn), 128.3 
(CArBn),128.3 (CArBn), 127.9 (CArBn), 122.3 (C2’), 118.5 (C11), 115.4 (C6’), 115.2 (C3’), 
105.9 (C8), 105.9 (C10), 91.9 (C6), 90.1 (C4), 78.4 (C2), 74.0 (CH2Bn), 71.9 (C3), 71.8 
(CH2Bn), 71.7 (CH2Bn), 71.5 (CH2Bn), 71.4 (CH2Bn), 70.8 (CH2Bn), 65.8 (C4).  
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C60H52O9Na  939.3536, found 939.3503  




III. Synthesis of probes A and B 
 
1. Synthesis of probes A1 and A2 
 
53 - N-(3-(2-(2-(3-aminopropoxy)ethoxy)propyl)-2,2,2-trifluoroacetamide 
 
 
CAS : 452309-60-3 
MM : 316.32 g.mol
-1
   
ME : 316.16 
FM : C12H23F3N2O4 
 
To a solution of 4,7,10-trioxa-1,13-tridecanediamine (10.0 g, 45.4 mmol) in anhydrous THF 
(30 mL) was added dropwise ethyl trifluoroacetate at ‒ 60 °C under nitrogen atmosphere. The 
resulting solution was cooled to ‒ 65 °C and stirred for 1 h under nitrogen atmosphere. The 
solution was then slowly warmed to room temperature and evaporated. The remainder was 
taken up in water (30 mL) and extracted with CH2Cl2 (6 × 15 mL). The organic layers were 
combined, dried over anhydrous Na2SO4, filtered and evaporated. The residue was purified by 
column chromatography, eluted with CH2Cl2/MeOH/NH3aq (9,8:0,8:0,2) to give the product 
53 as pale yellowish oil (5.565 g, 39 %). 
 
Rf = 0.31 [CH2Cl2/MeOH/NH3aq, (8.8:0.8:0.2)]. 
 
IR (ZnSe) νcm-1.  
 
1
H RMN (CDCl3, 300 MHz) : 1.55 (bs, 2H, NH2), 1.70 (q, 2H, J = 6.2 Hz, CH2), 1.84 (q, 
2H, J = 5.8 Hz, CH2), 2.79 (t, 2H, J = 6.4 Hz, CH2), 3.45 (t, 2H, J = 6.0 Hz, CH2), 3.54-3.63 
(m, 12H, 6 CH2), 8.79 (bs, 1H, NH). 
 
13
C RMN (CDCl3, 75,5 MHz) : 157.4 (COCF3), 116.2 (CF3), 70.7 (2 CH2), 70.5 (CH2), 70.1 
(CH2), 69.9 (CH2), 69.8 (CH2), 40.0 (CH2), 38.3 (CH2), 33.1 (CH2), 28.1 (CH2). 
 













54 - Compound 54 
 
 CAS : New product 
MM : 542.61 g.mol
-1
   
ME : 542.239 
FM : C22H37F3N4O6S 
 
To a stirred solution of biotin (0.77 mg, 3.16 mmol) in anhydrous DMF (25 mL) were added 
N,N-Diisopropylethylamine (DIPEA) (0.55 mL, 3.16 mmol) and Benzotriazol-1-yl-
oxytripyrrolidinophosphonium hexafluorophosphate (PyBOP) (2.14 g, 4.11 mmol). After 
stirring at room temperature for 30 min under argon atmosphere, a solution of 53 (1.30 g, 
4.11 mmol) and DIPEA (0.72 mL, 4.11 mmol) in anhydrous DMF (12 mL) was added. The 
resulting mixture was stirred at room temperature for 24 h under argon atmosphere. After this 
time, the solution was diluted with water (15 mL) and extracted with ethyl acetate (3 × 100 
mL). The organics layers were then combined, washed with an aqueous saturated solution of 
NH4Cl (50 mL), brine (2 × 50 mL), dried over MgSO4, filtered and concentrated in vacuo to 
give a yellowich sticky solid, which was purified by column chromatography, eluted with 
CH2Cl2/MeOH/NH3aq (9.5:0.5:0.2 to remove impurities, then 9:1:0.2) to furnish the product 
54 as a white translucent waxe (1.10 g, 64 %) 
 
Rf = 0.39 [CH2Cl2/MeOH/NH3aq, (9:1:0.2)]. 
 
IR (ZnSe) ν 3285, 3083, 2928, 2871, 1697, 1649, 1555, 1460, 1209, 1188, 1156, 723, 686 cm-1. 
 
1
H NMR (CD3OD, 300 MHz) : 1.39-1.49 (m, 2H, CH2), 1.53-1.86 (m, 8H, 4 CH2), 2.19 (t, 
2H, J = 7.3 Hz, CH2), 2.70 (d, 1H, 
2
J = 12.7 Hz), 2.93 (dd, 1H,
 
J = 4.9 Hz, J = 12.7 Hz), 3.17-
3.22 (m, 1H), 3.26 (t, 2H, J = 6.7 Hz, CH2), 3.38 (t, 2H, J = 6.9 Hz, CH2), 3.50-3.55 (m, 4H, 2 
CH2), 3.57-3.66 (m, 8H, 4 CH2), 4.30 (dd, 1H,
 
J = 4.4 Hz, J = 7.9 Hz), 4.47 - 4.51 (m, 1H). 
 
13
C NMR (CD3OD, 75.5 MHz): 175.9 (CO), 166.0 (NHCONH), 148.2 (COCF3), 117.5 
(CF3), 71.5 (2 CH2O), 71.3 (CH2O), 71.2 (CH2O), 69.9 (CH2O), 69.6 (CH2O), 63.3 (CH-NH), 
61.6 (CH-NH), 57.0 (CH-S),41.0 (CH2), 38.3 (CH2), 37.8 (CH2), 36.8 (CH2), 30.4 (CH2), 29.8 
(CH2), 29.7 (CH2), 29.5 (CH2), 26.8 (CH2). 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C22H37F3N4O6NaS565.2278, found 565.2272.  









CAS : New product 
MM : 446.605 g.mol
-1
   
ME : 446.26 
FM : C20H38N4O5S 
 
To a solution of 54 (0.91 g, 1.68 mmol) in degassed MeOH (6 mL) was added dropwise a 
solution of K2CO3 (0.697 g, 5.04 mmol) in degazed MeOH/H2O (17 mL, 7:3). The resulting 
solution was stirred at room temperature under argon atmosphere in the dark for 16 h. After 
this time, the solvant were evapored in vacuo and the crude was taken up in MeOH (10 mL), 
filtered to remove K2CO3 and concentrated under reduced pressure. The residue was purified 
by column chromatography, eluted with CH2Cl2/MeOH/NH3aq (9:1:0.2) to remove 
impurities, and then CH2Cl2/MeOH/NH3aq (8:2:0.2) to give the product 55 as a yellow sticky 
oil (698 mg, 93 %). 
 
Rf = 0.18 [CH2Cl2/MeOH/NH3aq, (7:3:0.2)]. 
 
IR (ZnSe) ν 3313, 2933, 2876, 1682, 1556, 1466, 1202, 1180, 1132 cm-1. 
 
1
H NMR (CD3OD, 300 MHz): 1.41-1.48 (m,2H, CH2), 1.56-1.80 (m, 6H, 3 CH2), 1.83-1.91 
(m, 2H, CH2), 2.20 (t, 2H, J = 7.3 Hz, CH2), 2.70 (d, 1H, 
2
J= 12.7 Hz), 2.93(dd, 1H,
 
J = 
4.9 Hz, J = 12.7 Hz), 3.00(t, 2H, J = 6.5 Hz, CH2), 3.17-3.23 (m, 1H), 3.25 (t, 2H, J = 6.9 , 




C NMR (CD3OD, 75.5 MHz) : 176.0 (CO), 166.1 (NHCONH), 71.4 (CH2O), 71.2 (CH2O), 
71.1 (2 CH2O), 70.4 (CH2O), 69.8 (CH2O), 63.6 (CH-NH), 61.6 (CH-NH), 57.0 (CH-S), 41.0 
(CH2), 40.1 (CH2), 37.7 (CH2), 36.8 (CH2), 30.5 (CH2), 29.8 (CH2), 29.5 (CH2), 29.4 (CH2), 
26.9 (CH2). 
 




HRMS (ESI-TOF): calculated for C20H39N4O5S 447.2635, found 447.2632. 
  




56a – Probe A1 – catechin version 
 
 
CAS : New product 
MM : 790.920 g.mol
-1
  
ME : 790.35 
FM : C38H54N4O12S 
 
To a solution of 45 (0.259 g, 0.58 mmol) in anhydrous DMF (6.6 mL) was added (2R,3S)-8-
lactone-catechin 32a (0.1 g, 0.29 mmol). The resulting solution was stirred under argon 
atmosphere for 24 h at 40 °C and then warmed up at 50 °C for 24 h. After this time the 
reaction mixture was concentrated in vacuo. The residue was purified by column 
chromatography, eluted with CH2Cl2/MeOH (90:10) to remove impurities and then 
CH2Cl2/MeOH (85:15) to give the product 56a as a yellowish sticky oil (80 mg, 35 %). 
 
Rf = 0.29 [CH2Cl2/MeOH, (8:2)]. 
 
IR (ZnSe) ν 3386, 2923, 1618, 1449, 1102, 685 cm-1. 
 
1
H NMR (CD3OD, 300 MHz) : 1.38-1.77 (m, 10H, 5 CH2), 2.18 (t, 2H, J = 7.2 Hz, CH2), 
2.40-2.45 (m, 2H, CH2), 2.70 (d, 1H, J = 12.7 Hz), 2.53 (dd, 1H,
 
J = 7.9 Hz, J = 16.1 Hz), 
2.67 (d, 1H, J = 12.7 Hz), 2.78-2.82 (m, 3H, CH2, CH), 2.89 (dd, 1H, J = 5.0 Hz, 
J = 12.8 Hz), 3.12-3.27 (m, 5H, 2 CH2-NH, CH-S), 3.40 (t, 2H, 
3
J= 6.1 Hz, CH2O), 3.46-3.65 
(m, 10H, 5 CH2O), 3.92-3.99 (m, 1H, CH), 4.24-4.28 (m, 1H, CH-NH), 4.44-4.48 (m, 1H, 
CH-NH), 4.63 (d, 
3
Jtrans = 7.3 Hz, CH-O), 5.99 (s, 1H, Ar-H), 6.71-6.78 (m, 2H, Ar-H), 6.85 
(d, 1H,
4
J = 1.7 Hz, Ar-H). 
 
13
C NMR (CD3OD, 75.5 MHz) : 176.6 (CO-NH), 176.0 (CO-NH), 166.0 (NHCONH), 155.3 
(Cq-Ar), 155.2 (Cq-Ar), 154.5 (Cq-Ar), 146.2 (Cq-Ar), 146.1 (Cq-Ar), 132.4 (Cq-Ar), 119.8 
(CHAr), 116.1 (CHAr), 115.0 (CHAr), 107.0 (Cq-Ar), 100.9 (Cq-Ar), 96.5 (CHAr), 82.7 
(CH-O), 71.4 (2 CH2O), 71.1 (2 CH2O), 69.9 (CH2O), 69.8 (CH2O), 68.8 (CH-OH), 63.3 
(CH-NH), 61.6 (CH-NH), 56.9 (CH-S), 41.0 (CH2), 37.8 (CH2), 36.9 (CH2), 36.8 (CH2), 30.6 
(CH2), 30.3 (CH2), 30.1 (CH2), 29.7 (CH2), 29.4 (CH2), 28.6 (CH2), 26.8 (CH2), 20.0 (CH2). 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C38H54N4O12NaS 813.3351, found 813.3376. 
  




56b – Probe A2 – epicatechin version 
 
 
CAS : New product 
MM : 790.920 g.mol
-1
  
ME : 790.35 
FM : C38H54N4O12S 
 
To a solution of 45 (0.128 g, 0.29 mmol) in anhydrous DMF (4 mL) was added (2R,3R)-8-
lactone-epicatechin (32b) (0.070 g, 0.20 mmol). The resulting solution was stirred for 96 h at 
50
o
C under argon atmosphere. After this time the reaction mixture was concentrated in vacuo 
to give an orange foam, which was purified by column chromatography, eluted with 
CH2Cl2/MeOH (9:1 to remove impurities and then 8.7:1.3) to furnish the product 56b as a 
beige foam (40 mg, 25 %). 
 
Rf = 0.36 [CH2Cl2/MeOH, (8:2)]. 
 
IR (ZnSe) ν 3369, 1679, 1631, 1204, 1137, 1025 cm-1. 
 
1
H NMR (CD3OD, 300 MHz) : 1.38 - 1.45 (m, 2H), 1.52-1.77 (m, 8H), 2.18 (t, J = 7.1 Hz, 
2H), 2.50 (t, J = 7.2 Hz, 2H), 2.67 (d, J = 12.7 Hz, 1H), 2.77 (dd, J= 2.2 Hz, J =16.9 Hz, 1H), 
2.84-2.96 (m, 4H), 3.13-3.26 (m, 5H), 3.39 (t, J = 6.2 Hz, 2H), 3.47-3.61 (m, 10H), 4.23-4.28 
(m, 2H), 4.44-4.48 (m, 1H), 4.85 (bs, 1H), 6.02 (s, 1H), 6.79 (d, J = 8.1 Hz, 1H), 6.84 (dd, J = 
1.7 Hz, J = 8.3 Hz, 1H), 7.03 (d, J = 1.6 Hz, 1H). 
 
13
C NMR (CD3OD, 75.5 MHz) : 176.8 (CO), 176.0 (CO), 166.1 (CO), 155.8 (ArC), 155.2 
(ArC), 154.9 (ArC), 146.0 (ArC), 145.7 (ArC), 132.5 (ArC), 119.1 (ArCH), 116.0 (ArCH), 
115.1 (ArCH), 107.4 (ArC), 100.2 (ArC), 96.7 (ArCH), 79.7 (CH), 71.5 (2 CH2), 71.2 (CH2), 
71.1 (CH2), 69.9 (CH2), 69.8 (CH2), 67.1 (CH), 63.4 (CH), 61.6 (CH), 57.0 (CH), 41.0 (CH2), 
37.8 (2 CH2), 37.0 (CH2), 36.8 (CH2), 30.4 (CH2), 30.2 (CH2), 29.8 (CH2), 29.6 (CH2), 29.5 
(CH2), 26.9 (CH2), 20.1 (CH2). 
 













2. Synthesis of the reactive function 
 
76 - tert-butyl(4-aminophenyl)carbamate 
 
 
CAS : 71026-66-9 
MM : 208.26 g.mol
-1
   
ME : 208.12 
FM : C11H16N2O2 
 
To a solution of p-phenylenediamine (7.57 g, 70 mmol) in anhydrous dioxane (35 mL) was 
added dropwise a solution of di-tert-butyl dicarbonate (1.97 g, 9 mmol) in anhydrous dioxane 
(40 mL). After stirring at room temperature under argon atmosphere for 21 h, the solvent was 
removed in vacuo and the resulting mixture was suspended in water (90 mL). The resulting 
precipitate was filtrated on a Büchner funnel and then dissolved in CH2Cl2 (100 mL). The 
organic extract was washed with water (10 × 100 mL), dried over anhydrous MgSO4, filtrated 
and evaporated to give the product 76 as a brownish powder (1.51 g, 80 %).  
 
Rf = 0.64 [EtOAc/hexane/NH3aq, (2:1:0.1)]. 
 
1
H RMN (DMSO-d6, 300 MHz) : 1.43 (s, 9H, 3 CH3), 4.72 (s, 2H, NH2), 6.45 (d, 2H, J = 8.7 
Hz, 2 CHAr), 7.05 (d, 2H, J = 8.1 Hz, 2 CHAr), 8.77 (s, 1H, NH). 
 









77 - (Z)-4-(4-(tert-butycarbonylamino)phenylamino-4-oxobut-2-enoic acid 
 
 
CAS : 120642-86-6 
MM : 306.12 g.mol
-1
   
ME : 306.31 
FM : C15H18N2O5 
 
To a stirred solution of 76 (0.700 g, 3.36 mmol) in ethyl acetate (6 mL) was added a solution 
of maleic anhydride (0.395 g, 4.03 mmol) in ethyl acetate (2 mL). The resulting suspension 
was stirred for 12 minutes at room temperature. The resulting solids were filtered on a 
Büchner funnel, rinsed with ethyl acetate and resuspended in CH2Cl2 (15 mL) and dried in 
vacuo to give the product 77 as a yellow powder (0.88 g, 86 %). 
 
m.p. : 177-179 °C. (lit.
92
 173-175 °C). 
 





H RMN (DMSO-d6, 300 MHz) : 1.46 (s, 9H, 3 CH3), 6.30 (d, 1H, J = 12.1 Hz, CH), 6.44 
(d, 1H, J = 12.1 Hz, CH), 7.39 (d, 2H, J = 8.9 Hz, 2 CHAr), 7.50 (d, 2H, J = 8.9 Hz, 2 CHAr), 
9.32 (s, 1H, NH), 10.40 (s, 1H, NH), 13.69 (bs, 1H, COOH). 
 
13
C RMN (DMSO-d6, 75,5 MHz) : 166.7 (COOH), 162.9 (CO), 152.8 (CO-O), 135.8 
(CqAr), 132.8 (CqAr), 131.5 (CH olefinic), 131.0 (CH olefinic), 120.2 (2 CHAr), 118.5 (2 
CHAr), 79.0 (Cq), 28.2 (3 CH3). 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C15H17N2O5 (M-H
-
) 305.1143, found 305.1142. 
  




78 - tert-butyl 4-(2,5-dioxo-2,5-dihydro-1H-pyrrol-1-yl)phenylcarbamate 
 
 
CAS : 120642-87-7 
MM : 288.30 g.mol
-1
   
ME : 288.11 
FM : C15H16N2O4 
 
A stirred suspension of 77 (0.890 g, 2.91 mmol) in acetic anhydride (9 mL) was heated to 
95 °C. Then anhydrous sodium acetate (0.263 g, 3.20 mmol) was added and the resulting 
solution was stirred for 2 h 30. The solution was allowed to stand overnight to give yellow, 
crystalline precipitate. Water (60 mL) was added and stirred for few minutes. The precipitate 
was filtrered on a Büchner funnel and washed with satured NaHCO3 (4 × 15 mL) and then 
with water (4 × 15 mL). The resultant solid was redissolved in CH2Cl2 (15 mL), dried over 
anhydrous Na2SO4, filtrated and concentrated in vacuo to give the product 78 as a pale yellow 
powder (0.667 g, 79 %). 
 
m.p. : 180-185 °C (lit.
92
 182-184 °C). 
 





H RMN (DMSO-d6, 300 MHz) : 1.48 (s, 9H, 3 CH3), 6.44 (m, 4H, 2 CHAr + 2 CH 
olefinic), 7.53 (d, 2H, J = 8.9 Hz, 2 CHAr), 9.32 (s, 1H, NH). 
 
13
C RMN (DMSO-d6, 75,5 MHz) : 170.1 (2 CO), 152.7 (CO-O), 139.1 (CqAr), 134.6 (2 CH 
olefinic), 127.3 (CqAr), 125.3 (2 CHAr), 118.2 (2 CHAr), 79.3 (Cq), 28.1 (3 CH3). 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C15H15N2O4 (M-H
-












74 - 1-(4-azidophenyl)-1H-pyrrole-2,5-dione 
 
 
CAS : 50684-67-8 
MM : 214.18 g.mol
-1
   
ME : 214.05 
FM : C10H6N4O2 
 
To a suspension of 78 (0.616 g, 2.14 mmol) in anhydrous CH2Cl2 (6 mL) was added dropwise 
trifluoroacetic acid at 0 °C. The resulting solution was warmed to room temperature and 
stirred for 2 h. Then the solvants were evaporated and the remainder taken up in a mixture of 
concentrated acetic acid (7 mL) and water (7mL). The solution obtained was cooled to 0 °C 
and sodium nitrite (0.215 g, 3.11 mmol) was added in one portion. After stirring for 1 h 50 at 
0 °C, sodium azide (0.205 g, 3.15 mmol) was added slowly. When the evolution of nitrogen 
gas had ceased, the reaction mixture was extracted with CH2Cl2 (3 × 14 mL). The organic 
layers were combined and carefully washed with NaHCO3 (3 × 14 mL), dried over anhydrous 
Na2SO4, filtered and evaporated. The residue was purified by column chromatography, eluted 
with cyclohexane/EtOAc (75:25) to give the product 74 as yellow needles (0.261 g, 57 %). 
 
m.p. : 116-118 °C (lit.
92
 116-118 °C). 
 
Rf = 0.33 [Cyclohexane/EtOAc, (2:1)]. 
 





H RMN (acetone-d6, 300 MHz) : 7.04 (s, 2H, 2 CH olefinic), 7.21 (d, 2H, J = 8.9 Hz, 2 
CHAr), 7.43 (d, 2H, J = 8.9 Hz, 2 CHAr). 
 
13
C RMN (acetone-d6, 75,5 MHz) : 170.4 (2 CO), 140.1 (CqAr), 135.3 (2 CH olefinic), 
129.8 (CqAr), 128.9 (2 CHAr), 120.2 (2 CHAr). 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C10H10N5O2 (M+NH4
+










3. Synthesis of probes B1 and B2 
 
81 - 4,7,10-trioxa-1-trifluoroamid-13-tridecan-Boc-S-benzyl-L-cystein 
 
 
CAS : New product 
MM : 609.70 g.mol
-1
   
ME : 609.27 
FM : C27H42F3N3O7S 
 
Boc-S-benzyl-L-cystein (1.485 g, 4.77 mmol) has been dissolved in 22 ml of CH2Cl2. EDCI 
(1.096 g, 5.73 mmol) is then added into the solution. The mixture turned yellow, afterward 
HOBt (0.644 g, 4.77 mmol) is added and the reaction is stirred for 10 min. A solution of 
compound 53 (1.508 g, 4.77 mmol) and Et3N (0.8 ml, 5.72 mmol) is then prepared and 
injected into the previous mixture, which is stirred for 15h50 under argon atmosphere. The 
solution is washed with water (3 × 20 mL), NaHCO3 (3 × 20 mL) and NaCl (20 mL), dried 
with Na2SO4, filtered and evaporated under vacuum. The crude product is purified by column 
chromatography, eluted with cyclohexane/EtOAc (1:4) to give 2.42 g (83 %) of 81 as 
ayellowish oil. 
 
Rf =0.36 [Cyclohexane/EtOAc, (1:4)] 
 
IR (ZnSe) ν cm-1.  
 
1
H RMN (CDCl3, 300 MHz) :1.44 (s, 9H), 1.75 (q, 2H, J = 6.2 Hz), 1.85 (q, 2H J = 5.7 Hz), 
3.37 (t, 2H, J = 6.1 Hz), 3.49 (t, 2H, J = 6.1 Hz), 3.63 (m, 12H), 3.74 (s, 2H), 4.20 (m, 2H), 
5.35 (m, 1H), 7.31 (m, 5H). 
 
13
C RMN (CDCl3, 75 MHz) :171.1 (CO-NH), 157 (CO-CF3), 155.3 (COO), 137.9 (Cq-Ar), 
128.9 (CH-Ar), 128.6 (CH-Ar), 127.2 (CH-Ar), 116 (CF3), 70.3 (CH2), 60.4 (CH-NH), 39 
(Bn-CH2-S), 37.9 (CH2-NH), 36.6 (CH2-NH), 34 (CH2-S), 28.9 (CH2), 28.3 (CH3), 28 (CH2). 
 








88 - Di-(4,7,10-trioxa-1-trifluoroamid-13-tridecan-Boc-S-benzyl-L-cystine) 
 
 
CAS : New product 
MM : 1037.14 g.mol
-1
   
ME : 1036.43 
FM : C40H70N6O14S2 
 
To a solution of Boc2-cystine (3.44 g, 7.81 mmol) in anhydrous THF (80 mL) was added O-
Benzotriazole-N,N,N’,N’-tetramethyl-uronium-hexafluorophosphate (HBTU, 6.22 g, 16.40 
mmol) and hydroxybenzotriazole (HOBt, 2.22 g, 16.40 mmol). To the resulting suspension 
was added a solution of 53 (5.19 g, 16.40 mmol) and N-diisopropylethylamine (DIPEA, 4.6 
mL, 26.56 mmol) in anhydrous CH2Cl2 (80 mL). The resulting mixture was stirred at room 
temperature in the dark for 48 h under argon atmosphere. Then, CH2Cl2 (200 mL) was added 
and the organic layer was successively washed with an aqueous solution of HCl 0.5 M (3 × 
30 mL), NaHCO3 (3 × 30 mL) and brine (50 mL), dried over anhydrous MgSO4, filtrated and 
then evaporated. The resulting yellowish oil was purified by column chromatography, eluted 
with CH2Cl2/EtOAc/MeOH (4.8:5:0.2) to give the product 88 as a white translucent wax 
(4.16 g, 53%). 
 
Rf = 0.44 [CH2Cl2/EtOAc/MeOH, (4.2:5:0.8)]. 
 
IR (ZnSe) ν 3338, 2930, 2872, 1715, 1686, 1660,1659, 1523, 1162 cm-1. 
 
1
H RMN (CDCl3, 300 MHz) : 1.43 (s, 18H, 6 CH3), 1.74-1.87 (m, 8H, 4 CH2), 2.96-3.04 (m, 
2H, CH2), 3.17-3.60 (m, 34H, CH2), 4.47-4.48 (m, 2H, 2 CH), 6.36 (d, 2H, J = 8.3 Hz, 2 NH), 
7.65 (bs, 2H, 2 NH), 8.48 (bs, 2H, 2 NH). 
 
13
C RMN (CDCl3, 100 MHz) : 171.0, 157.9, 157.6, 157.2, 156.8, 156.4, 121.3, 118.5, 115.6, 
112.8, 79.8, 71.0, 71.0, 70.9, 70.8, 69.5, 69.3, 55.1, 43.4, 38.3, 37.7, 30.2, 29.5, 28.6. 
  




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C40H70N6O14F6NaS2 1059.4170, found 1059.4187. 
  




82 - 4,7,10-trioxa-1-trifluoroamid-13-tridecan-Boc-L-cystein 
 
 
CAS : New product 
MM : 519.58 g.mol
-1
   
ME : 519.22 
FM : C20H36F3N3O7S 
 
In a round-bottom flask are introduced 5 ml of degassed CHCl3 and compound 88 (95 mg, 
0.092 mmol) under Argon. Dithiotreitol (56 mg, 0.366 mmol, 4 eq) and Et3N (0.05 ml, 
0.366 mmol, 4 eq) are then added. The mixture is stirred for 36 hours under Argon. The crude 
product is obtained after solvent evaporation and taken in degassed EtOAc (10 ml). It is 
subsequently washed with degassed HCl 0.5M (3 × 5 ml), distilled and degassed water 
(3 × 5 ml) and then dried over Na2SO4, filtered and evaporated to offer 95 mg of compound 
82 (quant.). 
 
Rf = 0.43 [CH2Cl2/EtOAc/MeOH, (4.2:5:0.8)]. 
 
IR (ZnSe) ν3337, 2929, 2873, 1718, 1670, 1654, 1538, 1147 cm-1. 
 
1
H RMN (acetone-d6, 300 MHz) : 1.42 (t, 9H), 1.80 (quint, 2H), 1.82 (quint, 2H), 2.95 (m, 
2H), 3.30 (m, 2H), 3.41 (m, 2H), 3.56 (m, 12H), 4.21 (m, 1H). 
 
13
C RMN (acetone-d6, 75,5 MHz) : 170.6 (CO-NH), 157.6 (CF3-CO), 156.2 (COO), 119.0 
(CF3), 79.6 (Cq-Boc), 71.1, 71.0, 70.9, 70.8, 69.7, 69.4, 57.4 (CH-NH), 38.3 (CH2-NH), 37.7, 
29.9, 29.8, 29.7, 29.6, 29.5, 29.4, 28.5, 28.3 (CH3), 27.4. 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated forC20H36F3N3O7S 519.5759, found 519.5753. 
  




83 - 4,7,10-trioxa-1-trifluoroamid-13-tridecan-Boc-S-(N-(phenylazide)-maleimide)-L-cystein 
 
 
CAS : New product 
MM : 733.7562 g.mol
-1
 
ME : 733.2717 
FM : C30H42F3N7O9S 
 
To a solution of 82 (42 mg, 0.082 mmol) in degassed ACN (5 ml) is added compound 74 
(17.5 mg, 0.082 mmol). The solution is stirred at room temperature under argon for 4h. 
Solvent is removed under vacuum, giving compound 83 as yellowish oil (48 mg, 80%). 
 
Rf = 0.4 [CH2Cl2/EtOAc, (3:7)]. 
 
1
H RMN (acetone-d6, 300 MHz) : 1.43 (t, 9H), 1.90 (p, 2H), 1.95 (p, 2H), 2.7 (m, 1H), 3.10 
(m, 2H), 3.30 (m, 2H), 3.41 (m, 2H), 3.55 (m, 12H), 4.16 (m, 1H), 4.18 (m, 1H), 7.18 (dd, 
2H, J1 = 8.7 Hz, J2 = 2.1 Hz), 7.38 (dd, 2H, J1 = 8.7 Hz, J2 = 2.1 Hz). 
 
13
C RMN (acetone-d6, 100 MHz) : 176.9 (CO), 176.5 (CO), 174.5 (CO), 170.8 (CO-NH), 
157.6 (CO-CF3), 156.4 (COO), 140.8 (Cq-Ar), 130.3 (Cq-Ar), 129.4 (CH-Ar), 129.3 (CH-
Ar), 120.2 (CH-Ar), 120.1 (CH-Ar), 119.0 (CF3), 79.7 (Cq-Boc), 71.1, 71.0, 70.9, 70.8, 69.6, 
69.4, 55.1 (CH-NH), 54.6, 41.1, 40.7, 38.3 (CH2-NH), 37.7, 37.0, 36.9, 35.3, 34.6, 29.9, 29.8, 
29.7, 29.6, 29.5, 29.4, 28.5. 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C30H42F3N7O9S 733.7562, found 733.7560. 
 
  




89 - Di-(4,7,10-trioxa-1-amine-13-tridecan-Boc-L-cystine) 
 
 
CAS : New product 
MM : 845.12 g.mol
-1
   
ME : 844.46 
FM : C36H72N6O12S2 
 
Dried K2CO3 (0.624 g, 4.5 mmol) was dissolved in distillated water (6 ml). This solution was 
diluted with inerted MeOH (30 ml) and then added on the coumpound 88 (1.5 g, 1.45 mmol). 
The resulting solution was stirred for 48 h at room temperature under argon atmosphere. After 
this time the solvent were evaporated and the resulting residue was purified by column 
chromatography, eluted with CH2Cl2/MeOH/NH3aq (9.8:0.2:0.2) to avoid impurities and then 
CH2Cl2/MeOH/NH3aq (8.8:1:0.2) to give the product 89 as pale yellowish oil (984mg, 81 %). 
 
Rf = [CH2Cl2/MeOH/NH3aq, (8.8:0.8:0.2)]. 
 





H RMN (CDCl3, 300 MHz) : 1.44 (bs, 18H), 1.72-1.91 (m, 6H), 3.00 (dd, J = 13.5 Hz, J = 
8.9 Hz, 2H), 3.17-3.35 (m, 6H), 3.23 (t, J = 6.8 Hz, 4H), 3.48-3.62 (m, 24H), 4.46 (bs, 2H), 
6.35 (d, J = 8.2 Hz, 2H), 7.63 (bs, 2H).  
 
13
C RMN (CDCl3, 75,5 MHz) : 170.8, 156.4, 79.7, 71.1, 70.9, 69.6, 69.6, 55.0, 48.4, 43.4, 
37.6, 31.8, 30.3, 28.6.    
 




HRMS (ESI-TOF): calculated for C36H73N6O12S2 845.4722, found 845.4725. 
  




90 - Di-(4,7,10-trioxa-1-N-biotin-13-tridecan-Boc-L-cystine) 
 
 
CAS : New product 
MM : 1297.71 g.mol
-1
   
ME : 1296.62 
FM : C56H100N10O16S4 
 
To a stirred solution of biotin (0.260 g, 1.07 mmol) in dry inerted DMF (12.5 ml) was added 
DIPEA (0.165 g, 1.28 mmol) and PyBOP (0.554 g, 1.07 mmol). The resulting mixture was 
stirred 5 min at room temperature, in the dark under argon. Then the compound 89 (0.360 g, 
0.43 mmol) previously dissolved in dry DMF (12.5 ml) wad added dropwise. After stirring at 
room temperature for 24 h under argon in the dark, the mixture was evaporated until dryness 
to afford the crude product, which was purified by column chromatography, eluted with 
MeOH/CH2Cl2/NH3aq (1:9:0.1) to give the product 90 as a translucent lacquer (455 mg, 
82 %). 
 
Rf = [CH2Cl2/MeOH/NH3aq, (8.8:0.8:0.2)]. 
 





H RMN (CDCl3, 300 MHz) : 1.49 (bs, 22H), 1.60-1.84 (m, 16H), 2.24 (t, J = 7.2 Hz, 4H), 
2.74 (d, J = 12.7 Hz, 2H), 2.89-3.00 (m, 2H), 2.94 (dd, J = 12.7 Hz, J = 4.9 Hz Hz, 2H), 3.15-
3.31 (m, 10H), 3.54-3.69 (m, 24H), 4.34 (dd, J = 7.9 Hz, J = 4.4 Hz), 4.38-4.41 (m, 2H), 4.53 
(dd, J = 7.8 Hz, J = 4.4 Hz, 2H) 6.46 (bs, 2 NH), 6.55 (bs, 2 NH), 6.96 (d, J = 8.2 Hz, 2 NH), 
7.38 (m, 2 NH), 7.71-7.80 (m, 2 NH), 7.94 (t, J = 5.3 Hz, 2 NH), 8.12 (bs, 2 NH).  
 
13
C RMN (CDCl3, 75,5 MHz) : 175.9, 173.0, 166.1, 157.6, 80.9, 71.5, 71.2, 69.9, 63.4, 61.6, 
57.0, 55.5, 42.0, 41.1, 38.1, 37.8, 36.9, 30.4, 30.3, 29.8, 29.5, 28.8, 26.9. 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C56H100N10O16NaS4 1319.6089, found 1319.6093. 
  




91 - 4,7,10-trioxa-1-N-biotin-13-tridecan-Boc-L-cysteine 
 
 
CAS : New product 
MM : 649.86 g.mol
-1
   
ME : 649.32 
FM : C28H51N5O8S2 
 
To a stirred solution of compound 90 (0.300 g, 0.23 mmol) in inerted THF/MeOH (45/9.5 ml) 
was added dithiotrietol (0.356 g, 2.31 mmol) and Et3N (0.234 g, 2.31 mmol). The resulting 
mixture was stirred 24 h at room temperature, in the dark under argon. Then the mixture was 
evaporated until dryness to afford the crude product, which was purified by column 
chromatography, eluted with CH2Cl2/MeOH (9:1) to give the product 91 as a transparent 
lacquer (270 mg, 90 %). 
 
Rf = [CH2Cl2/MeOH, (9:1)]. 
 





H RMN (CDCl3, 300 MHz) : 1.26-1.38 (m, 3H), 1.46 (bs, 10H), 1.58-1.80 (m, 8H), 2.20 (t, 
J = 7.3Hz), 2.70 (d, J = 12.7 Hz, 1H), 2.75-2.87 (m, 2H), 2.93 (dd, J = 4.9 Hz, J = 12.7 Hz, 
1H), 3.18-3.29 (m, 4H), 3.51-3.66 (m, 12H), 4.14 (t, J = 6.0 Hz), 4.31 (dd, J = 4.4 Hz, J = 7.9 
Hz), 4.50 (dd, J = 4.2 Hz, J = 7.8 Hz),  
 
13
C RMN (CDCl3, 75,5 MHz) : 175.9, 172.8, 166.1, 157.6, 80.9, 71.5, 71.2, 69.9, 63.4, 61.6, 
58.4, 57.0, 41.0, 38.0, 37.8, 36.9, 30.4, 29.8, 29.5, 28.7, 27.3, 26.9, 19.3. 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C28H51N5O8S2 649.8632, found 649.8635. 
  




85 - 4,7,10-trioxa-1-N-biotin-13-tridecan-Boc-S-(N-(phenylazide)-maleimide)-L-cysteine 
 
 
CAS : New product 
MM : 864.04 g.mol
-1
   
ME : 863.37 
FM : C38H57N9O10S2 
 
To a stirred solution of thiol 91 (0.174 g, 0.27 mmol) in inerted ACN (12.5 ml) was added 
azoture 74 (0.069 g, 0.32 mmol). The resulting mixture was stirred 6 h at room temperature, 
in the dark under argon. Then the mixture was evaporated until dryness to afford the crude 
product, which was purified by column chromatography, eluted with CH2Cl2/MeOH (9.4:0.6) 
to avoid starting material and then with CH2Cl2/MeOH (9:1) to give the product 85 as a 
yellowish foam (245 mg, quantitative). 
 
Rf = [CH2Cl2/MeOH, (9:1)]. 
 
IR (ZnSe) ν 3305, 3058, 2931, 2130, 1781, 1714, 1506, 1391, 1284, 1171, 845, 735 cm-1. 
 
1
H RMN (CDCl3, 300 MHz) : 1.43 (bs, 11 H), 1.55-1.77 (m, 8H), 2.16 (t, J = 7,2 Hz), 6.64-
6.75 (m, 1H), 2.70 (d, J = 12.6 Hz, 1H), 2.94 (dd, J = 12.6, Hz J = 5 Hz), 3.20-3.31 (m, 6H), 
3.50-3.62 (m, 12H), 4.23 (dd, J = 9.2 Hz, 4, 2Hz), 4.31-4.41 (m, 2H), 4.48-4.52 (m, 1H), 
5.73-5.79 (m, 1H), 6.01 (d J = 8.9 Hz, 1H), 6.42 (dd, J = 14.8 Hz, J = 8.5 Hz), 7.08-7.11 (m, 
1H), 7.91 (dd, J = 8.8 Hz, J = 1.7 Hz, 2H), 7.40 (dd, J = 8.7 Hz, J = 1.8 Hz, 2H), 7.59-7.63 
(m, 1H).  
 
13
C RMN (CDCl3, 75,5 MHz) : 177.0, 176.8, 174.6, 173.3, 171.1, 164.3, 164.3, 156.5, 156.3, 
140.8, 130.3, 129.4, 129.4, 120.2, 120.2, 79.7, 79.7, 79.2, 71.1, 70.8, 70.8, 69.6, 69.5, 62.5, 
60.9, 56.5, 55.1, 54.7, 47.6, 41.1, 41.0, 40.8, 37.7, 37.4, 37.1, 37.0, 36.4, 35.3, 34.7, 30.4, 
30.2, 29.1, 28.6, 26.5. 
 






HRMS (ESI-TOF) : calculated for C38H57N9O10S2 864.0435, found 864.0431. 
 
  




92 - 4,7,10-trioxa-1-N-biotin-13-tridecan-S-(N-(phenylazide)-maleimide)-L-cysteine 
 
 
CAS : New product 
MM : 849.8979 g.mol
-1
 
ME : 849.2761 
FM : C33H46F3N9O10S2 
 
Compound 91 (95 mg, 0.11 mmol) is dissolved in CH2Cl2 (5 ml) and TFA (0.5 ml), is added 
to the solution. After stirring under Argon for 2h30, solvent is evaporated to offer 84 mg of 
product 92 (quant.). 
 
Rf = 0.35 [CH2Cl2/MeOH/NH3aq,(8.5:1:0.2)]. 
 





H RMN (acetone-d6, 300 MHz) : 1.3-1.7 (m, 9H), 2.19 (t, 2H, J = 7.2 Hz), 2.72 (m, 2H), 
2.89 (d, 1H, J = 5.1 Hz), 2.95 (d, 1H, J = 4.8 Hz), 3.2-3.4 (m, 4H), 3.5-3.7 (m, 12H), 4.14 (m, 
1H), 4.23 (dd, 1H, J1 = 7.8 Hz, J2 = 4.5 Hz), 4.30 (dd, 1H, J1 = 7.8 Hz, J2= 4.5 Hz), 4.49 (dd, 
1H, J1 = 7.8 Hz, J2 = 4.8 Hz), 7.18 (dd, 2H, J1 = 8.7 Hz, J2 = 2.1 Hz), 7.38 (dd, 2H, J1 = 8.7 
Hz, J2 = 2.1 Hz). 
 
13
C RMN (acetone-d6, 100 MHz) : 176.9 (CO), 176.5 (CO), 174.5 (CO), 170.8 (CO-NH), 
140.8 (Cq-Ar), 130.3 (Cq-Ar), 129.4 (CH-Ar), 129.3 (CH-Ar), 120.2 (CH-Ar), 120.1 (CH-
Ar), 119.0 (CF3), 79.7 (Cq-Boc), 71.1, 71.0, 70.9, 70.8, 69.6, 69.4, 55.1 (CH-NH), 54.6, 41.1, 
40.7, 38.3 (CH2-NH), 37.7, 37.0, 36.9, 35.3, 34.6, 29.9, 29.8, 29.7, 29.6, 29.5, 29.4, 28.5. 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated forC31H46N9O8S2
+
 736.8819, found 736.8798. 
 
  




93 - Di-(4,7,10-trioxa-1-N-biotin-13-tridecan-L-cysteine) 
 
 
CAS : New product 
MM : 1097.48 g.mol
-1
   
ME : 1096.51 
FM : C46H84N10O12S4 
 
To a solution of 90 (453 mg, 0.349 mmol) in anhydrous CH2Cl2 (15 mL) was added 
trifluoroacetic acid (TFA) (1.5 mL). The resulting mixture was stirred at room temperature in 
the dark for 5 h under argon atmosphere. Solvant and volatiles were removed in vacuo and the 
resulting residue was dried overnight under high vacuum. The mixture was then taken up in 
deuterated methanol (5 mL), stirred with powdered K2CO3 (145 mg, 1.047 mmol) at room 
temperature for 1 h under argon. After this time, the suspension was filtered and the filtrate 
was evaporated to give the expected product 93 as a pale yellowish foam in quantitative yield 
(400 mg) without further purification. 
 
Rf =0.05 [CH2Cl2/MeOH, (85:15)]. 
 
IR (ZnSe) ν3351, 2930, 1684, 1561, 1433, 1338, 1206, 1183, 1133, 838, 802, 723 cm-1. 
 
1
H RMN (CD3OD, 300 MHz) : 1.41-1.49 (m, 4H), 1.58- 1.84 (m, 16H), 2.21 (t, J = 7.3 Hz, 
4H), 2.71 (d, J = 12.7 Hz, 2H), 2.86 (dd, J = 7.6 Hz, J = 13.6 Hz, 2H), 2.93 (dd, J = 4.9 Hz, J 
= 12.8 Hz, 2H), 3.11 (dd, J = 5.5 Hz, J = 13.5 Hz, 2H), 3.18-3.35 (m, 10 H), 3.50-3.66 (m, 
26H), 4.31 (dd, J = 4.5 Hz, J = 7.9 Hz, 2H), 4.48-4.52 (m, 2H). 
 
13
C RMN (CD3OD, 100 MHz):175.9 (CO), 175.3 (CO), 166.1 (CO), 71.5 (2 CH2), 71.3 (2 
CH2), 70.1 (CH2), 70.0 (CH2), 63.4 (CH), 61.6 (CH), 57.0 (CH), 55.3 (CH), 44.4 (CH2’), 41.1 
(CH2), 38.1 (CH2), 37.8 (CH2), 36.9 (CH2), 30.4 (CH2), 30.3 (CH2), 29.8 (CH2), 29.5 (CH2), 
26.9 (CH2). 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C46H84N10O12S4Na 1119.5045, found 1119.5099. 
 
  




94 - Di-(4,7,10-trioxa-1-N-biotin-13-tridecan-N-(6-(Fmoc-amino)hexanoic acid)-L-cysteine) 
 
 
CAS : New product 
MM : 1768.2716 g.mol
-1
 
EM : 1766.8196 
C88H126N12O18S4 
 
To a stirred solution of 6-(Fmoc-amino)hexanoic acid (240 mg, 0.68 mmol) in anhydrous 
DMF (10 mL), was added DIPEA (120 μL, 0.68 mmol) and HBTU (296 mg, 0.78mmol). The 
resulting solution was stirred at room temperature for 1 h. Then a solution of 93 (373 mg, 0.34 
mmol) and DIPEA (117 μL, 0.68 mmol) in anhydrous DMF (12 mL) was added dropwise. 
After stirring at room temperature under argon atmosphere in the dark for 14 h, the solution 
was concentrated under reduced pressure at 50
o
C. The residue was purified by column 
chromatography, eluted with CH2Cl2/NH3aq (100:1) to remove impurities and then 
CH2Cl2/MeOH/NH3aq (98:2:1) to give the expected product 94 as a white foam (400 mg, 
67 %). 
 
Rf = 0.38 [CH2Cl2/MeOH/NH3aq, (9:1:0.2)]. 
 






H RMN (CD3OD, 300 MHz) : 1.29-1.78 (m, 32H), 2.18 (t, J = 7.3 Hz, 4H), 2.27 (t, J = 7.3 
Hz, 4H), 2.69 (d, J = 12.7 Hz, 2H), 2.86-2.96 (m, 4H), 3.07-3.28 (m, 16H), 3.49 (t, J = 6.2 
Hz, 8H), 3.54 - 3.62 (m, 16H), 4.18 (t, J= 6.8 Hz, 2H), 4.27 (dd, J = 4.5 Hz, J = 7.9 Hz, 2H), 
4.33 (d, J = 6.9 Hz, 4H), 4.44-4.48 (m, 2H), 4.69-4.73 (m, 2H), 7.28-7.41 (m, 8H), 7.64 (d, 
J = 7.3 Hz, 4H), 7.79 (d, J = 7.5 Hz, 4H). 
 
13
C RMN (CDCl3, 75 MHz): 174.0 (CO), 173.2 (CO), 170.9 (CO), 164.4 (CO), 156.5 (CO), 
144.0 (ArC), 141.2 (ArC), 127.6 (ArCH), 127.0 (ArCH), 125.1 (ArCH), 119.9 (ArCH), 70.4 (2 
CH2), 70.0 (C4 CH2), 69.9 (C7 CH2), 68.8 (2 CH2), 66.4 (CH2), 61.9 (CH), 60.1 (CH), 55.6 
(CH), 53.0 (CH), 47.3 (CH), 44.3 (CH2), 40.8 (CH2), 40.6 (CH2), 37.7 (CH2), 37.0 (CH2), 35.9 
(2 CH2), 29.3 (CH2), 29.1 (CH2), 28.7 (CH2), 28.2 (CH2), 28.0 (CH2), 26.1 (CH2’), 25.5 (CH2), 
25.1 (CH2). 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C88H126N12O18S4Na2906.3990, found 906.4060.  




95 - Di-(4,7,10-trioxa-1-N-biotin-13-tridecan-N-(6-amino)hexanoic acid)-L-cysteine) 
 
 




ME : 1322.6834 
FM : C58H106N12O14S4 
 
To a solution of 94 (365 mg, 0.206 mmol) in anhyrous DMF (7.5 mL) was added piperidine 
(123 μL, 1.24 mmol). After stirring at room temperature for 2 h under argon atmosphere, 
inerted MeOH (7.5 mL) was added and the resulting solution was washed with n-hexane 
(10 × 15 mL) to remove the dibenzofulvene. After evaporation of the solvent under reduced 
pressure at 50
o
C and under high vacuum, the expected product 95 was obtained as a yellow 
plastic (254 mg, 93 %) without further purification. 
 
Rf =0 [CH2Cl2/MeOH/NH3aq, (90:10:2)]. 
 
IR (ZnSe) ν3286, 3081, 2930, 2865, 1650, 1549, 1460, 1332, 1264, 1102, 845 cm-1. 
 
1
H RMN (CD3OD, 300 MHz) : 1.35-1.80 (m, 32H), 2.20 (t, J = 7.3 Hz, 4H), 2.29 (t, J = 7.3 
Hz, 4H), 2.66-2.73 (m, 6H), 2.89-3.00 (m, 4H), 3.13-3.30 (m, 12H), 3.53 (t, J = 6.1 Hz, 8H), 
3.59-3.66 (m, 16H), 4.31 (dd, J = 4.5 Hz, J = 7.8 Hz, 2H), 4.48-4.52 (m, 2H), 4.70 (dd, J = 
5.4 Hz, J = 8.9 Hz, 2H). 
 
13
C RMN (CD3OD, 75 MHz): 176.0 (CO), 175.9 (CO), 172.4 (CO), 166.1 (CO), 71.5 (2 
CH2), 71.2 (2 CH2), 70.0 (CH2), 69.8 (CH2), 63.4 (CH), 61.6 (CH), 57.0 (CH), 54.0 (CH), 
42.1 (CH2), 41.7 (CH2), 41.1 (CH2), 38.0 (CH2), 37.8 (CH2), 36.9 (CH2), 36.7 (CH2), 32.5 
(CH2), 30.4 (CH2), 30.3 (CH2), 29.8 (CH2), 29.5 (CH2), 27.4 (CH2), 26.9 (CH2), 26.6 (CH2). 
 




HRMS (ESI-TOF) : calculated for C58H108N12O14S4 662.3489, found 662.3562. 
 
  




80a -Probe B1-catechin version 
 
 




ME : 1220.4882 
FM : C57H76N10O16S2 
 
To a stirred solution of 94 (95 mg, 0.072 mmol) in 4 mL of an anhydrous mixture of 
THF/MeOH (3:1), was added DTT (22 mg, 0.144mmol) and Et3N (20 μL, 0.144 mmol). The 
resulting solution was stirred at room temperature for 3 h in the dark under argon atmosphere 
(monitored by NMR). The solvents and volatiles were removed in vacuo and the crude 
product 97 was taken up in dry DMF (4 mL). To this resulting solution was added (2R,3S)-8-
lactone catechin (32a) (38 mg, 0.110 mmol) under argon atmosphere. The reaction mixture 
was stirred at 40 
o
C for 30 h (complete consumption of the lactone monitored by TLC) under 
argon atmosphere. Then the mixture was warmed to room temperature and 1-(4-azidophenyl)-
1H-pyrrole-2,5-dione (74) (36 mg, 0.167 mmol) was added in one portion in the dark. The 
reaction mixture was stirred at room temperature for an additional 3 h under argon 
atmosphere and in the dark. After evaporation of the solvents under reduced pressure at 50 
°C, the residue was subjected to column chromatography, eluting with CH2Cl2/MeOH (95:5) 
then CH2Cl2/MeOH/HCl 0.1M (95:5:2) to remove impurities, and then CH2Cl2/MeOH/HCl 
0.1M (90:10:2) to furnish the expected product 80a as a yellowish foam (44 mg, 34%). 
 
Rf = 0.5 [CH2Cl2/MeOH/HCl 0.1M, (80:20:2)]. 
 





H RMN (CD3OD, 300 MHz) : 1.23-1.79 (m, 16H), 2.16-2.26 (m, 4H), 2.40-2.44 (m, 2H), 
2.54 (dd, J = 8.0 Hz, J = 16.2 Hz, 1H), 2.61-2.72 (m, 1H), 2.69 (d, J = 12.2 Hz, 1H), 2.78-
2.84 (m, 2H), 2.90 (dd, J = 5.0 Hz, J = 12.9 Hz,1H), 2.86-3.00 (m, 2H), 3.08-3.28 (m, 8H), 
3.37-3.41 (m, 1H), 3.49-3.63 (m, 12H), 3.92-3.99 (m, 1H), 4.11 (dd, J = 4.0 Hz, J = 9.1 Hz, 
1H), 4.27 (dd, J = 4.4 Hz, J = 7.8 Hz, 1H), 4.42-4.48 (m, 1H), 4.58-4.68 (m, 1H), 4.64 (d, J = 
7.3 Hz, 1H), 6.00 (s, 1H), 6.73 (dd, J = 1.5 Hz, J = 8.2 Hz, 1H), 6.78 (d, J = 8.1 Hz, 1H), 6.86 
(d, J = 1.2 Hz, 1H), 7.17 (dd, J = 2.7 Hz, J = 8.9 Hz, 2H), 7.34 (d, J = 8.9 Hz, 2H). 
 
13
C RMN (CD3OD, 100 MHz): 177.9 (CO, small splittings appear for 2 carbons when the 
13
C spectrum is expanded), 176.6 (CO), 176.2 (CO, small splittings appear for 2 carbons 






C spectrum is expanded), 176.0 (CO), 175.8 (CO), 172.3 (CO), 166.1 (CO), 155.3 
(ArC), 155.2 (ArC), 154.6 (ArC), 146.2 (ArC), 141.8 (ArC), 132.5 (ArC), 130.2 (ArC), 129.6 
(2 ArCH), 122.6, 120.6 (2 ArCH), 120.4, 119.9 (ArCH), 116.2 (ArCH), 115.1 (ArCH), 107.1 
(ArC), 101.0 (ArC), 96.6 (ArCH), 82.7 (CH), 71.5 (CH2), 71.2 (2 CH2), 69.9 (CH2), 69.7 
(CH2), 68.8 (CH), 63.4 (CH), 61.6 (CH), 57.0 (CH), 54.3 (CH), 53.9 (CH), 41.1 (CH2), 40.3 
(CH2), 38.0 (CH2), 37.9 (CH2), 37.0 (CH2), 36.9 (CH2), 36.7 (CH2), 35.0 (CH2), 34.6 (CH2), 
30.4 (CH2), 30.2 (CH2), 30.0 (CH2), 29.8 (CH2), 29.5 (CH2), 28.7 (CH2), 27.4 (CH2), 26.9 
(CH2), 26.5 (CH2), 20.0 (CH2). 
 












80b - Probe B2-epicatechin version 
 
 




ME : 1220.4882 
FM : C57H76N10O16S2 
 
To a stirred solution of 94 (108 mg, 0.082 mmol) in 4 mL of an anhydrous mixture of 
THF/MeOH (3:1), was added DL-dithiothreitol (25 mg, 0.163 mmol) and Et3N (23 μL, 
0.163 mmol). The resulting solution was stirred at room temperature for 3 h under argon 
atmosphere and in the dark (monitored by NMR). The volatiles were removed in vacuo and 
the crude product 97 was taken up in dry DMF (4 mL). To this resulting solution was added 
(2R,3S)-8-lactone epicatechin (32b) (56 mg, 0.163 mmol) under argon atmosphere. The 
reaction mixture was then stirred at 40 
o
C for 60 h (complete consumption of the lactone 
monitored by TLC) under argon atmosphere. The mixture was allowed to room temperature 
and then 1-(4-azidophenyl)-1H-pyrrole-2,5-dione (74) (52 mg, 0.245 mmol) in one portion 
and in the dark. The reaction mixture was stirred at room temperature for an additional 3 h 
under argon atmosphere and in the dark. After evaporation of the solvents under reduced 
pressure at 50°C, the residue was subjected to column chromatography, eluting with 
CH2Cl2/MeOH (9.5:0.5 to remove impurities then 9:1) to furnish the expected product 80b as 
a yellowish foam (23 mg, 12 %). 
 
Rf = 0.15 [CH2Cl2/MeOH, (9:1)]. 
 





H RMN (CD3OD, 300 MHz) : 1.23-1.79 (m, 16H), 2.16-2.26 (m, 4H), 2.40-2.44 (m, 2H), 
2.54 (dd,J = 8.0 Hz, J = 16.2 Hz, 1H), 2.61 - 2.72 (m, 1H), 2.69 (d, J = 12.2 Hz, 1H), 2.78-
2.84 (m, 2H), 2.90 (dd, J = 5.0 Hz, J = 12.9 Hz, 1H), 2.86-3.00 (m, 2H), 3.08-3.28 (m, 8H), 
3.37-3.41 (m, 1H), 3.49-3.63 (m, 12H), 3.92-3.99 (m, 1H), 4.11 (dd, J = 4.0 Hz, J = 9.1 Hz, 
1H), 4.27 (dd, J = 4.4 Hz, J = 7.8 Hz, 1H), 4.42-4.48 (m, 1H), 4.58-4.68 (m, 1H), 4.64 (d, J = 
7.3 Hz, 1H), 6.0 (s, 1H), 6.73 (dd, J = 1.5 Hz, J = 8.2 Hz, 1H), 6.78 (d, J = 8.1 Hz, 1H), 6.86 
(d, J = 1.2 Hz, 1H), 7.17 (dd, J = 2.7 Hz, J = 8.9 Hz, 2H), 7.34 (d, J = 8.9 Hz, 2H). 
 





C RMN (CD3OD, 100 MHz): 178.0 (CO,small splittings appear for 2 carbons when the 
13
C spectrum is expanded), 176.7 (CO), 176.2 (CO, small splittings appear for 2carbons when 
the 
13
C spectrum is expanded), 176.0 (CO), 175.8 (CO), 172.3 (CO), 166.1 (CO), 155.8 
(ArC), 155.2 (ArC), 154.9 (ArC), 146.0 (ArC), 145.7 (ArC), 141.8 (ArC), 136.9, 132.5 (ArC), 
130.9, 130.2 (ArC), 129.6 (ArCH), 122.6, 120.5 (ArCH), 120.4, 119.1 (ArCH), 116.1 
(ArCH), 115.1 (ArCH), 107.4 (ArC), 100.2 (ArC), 96.7 (ArCH), 79.7 (CH), 71.5 (2 CH2), 
71.2 (CH2), 69.9 (CH2), 69.8 (CH2), 69.7 (CH2), 67.1 (CH), 63.4 (CH), 61.6 (CH), 57.0 (CH), 
54.3 (CH), 53.9 (CH), 41.1 (CH2), 40.3 (CH2), 38.0 (CH2), 37.8 (CH2), 37.0 (CH2), 36.9 
(CH2), 36.7 (CH2), 35.0 (CH2), 34.6 (CH2), 30.4 (CH2), 30.2 (CH2), 29.9 (CH2), 29.8 (CH2), 
29.6 (CH2), 29.5 (CH2), 27.4 (CH2), 26.9 (CH2), 26.5 (CH2), 20.1 (CH2). 
 
















All buffers were prepared freshly before use from powder (Euromedex or Sigma Aldrich) 






Solution A: Fixation Solution B (5X): Sensibisation 
50 % Ethanol 
10 % Acetic acid 
0.5 M Ammonium acetate 
40 % desionazed water  
 
Solution C: Coloration 
Between 0.05 and 0.08 g of silver nitrate 
50 mL desionized water 
 
0.05 g Na2S2O3 




Solution D (5X): Staining 
7.5 g Na2CO3  
1 mg Na2S2O3 
 
Solution E: Stop 
10 % Acetic acid or glycine 
 
 
Fixe the gel in 50 mL of solution A during 10 min under shaking (the gel can stay in this 
solution few days). Rince the gel two times with distillated grade water (2 × 10 min).  Place 
the gel in 50 mL of 1X solution B (10 mL of 5X solution + 40 mL of distillated grade water) 
during 1 to 5 min under shaking. Rince the gel two times with distillated grade water (same 
time as you let the gel in solution B). Then place the gel in solution C during 10 min under 
shaking. After this time, rince rapidly the gel with distillated grade water and with 10 mL of 
solution D 1X (10 mL of 5X solution + 40 mL of distillated water and supplemented with 25 
µL of 37 % formaldehyde solution). Then add the last 40 mL of 1X solution D unto the gel 
and wait until the staining appear. When the staining is good enough, stop it by adding 50 mL 
of solution E.  




Don’t let the gel into the solution E to prevent formation of silver aggregates.       
 
3. Experimental protocol 
 
Probe A1 (173.2 µL of 1.39 mM phosphate buffer solution, final concentration 1.2 mM) was 
incubated with Fmoc-cysteine or glutathion (16.8 µL of 15 mM phosphate buffer solution, 
final concentration 1.26 mM) in Eppendorf tube (1.5 mL). After stirring 1 min at room 
temperature, NaIO4 (10 µL of 25.24 mM solution, final concentration 1.26 mM) was added 
and the reaction stir for 5 min at room temperature. Crude reaction was directly subject to LC-
MS analysis. 
 
4. LC-MS analysis 
 
HPLC/ESI-MS analyses were carried out on a Surveyor HPLC system equipped with a binary 
pump, a degasser, an auto-sampler and a wavelength detector coupled to a LCQ Advantage 
spectrometer (ThermoElectron, San Jose, United States) equipped with an ion trap mass 
analyzer. Xcalibur software 1.3 was used for instrument control and data analysis. 
Productswere separated using a Varian C18 Pursuit 3 column (4.6 150 mm, particle size 
5 µm). Column temperature was set to 24 °C and the injection volume was 100 µL. The 
mobile phases that were used in all HPLC analyses were composed of solvent A (H2O 
acidified with 0.1 % HCOOH) and solvent B (CH3CN acidified with 0.1 % HCOOH). A 
linear gradient from 100 % A to 100 % B in 20 min with a flow rate of 1 mL/min was applied 
and all chromatograms wereobtained from UV detection at 280 nm. The electrospray 
ionisation mass spectrometrydetection was performed in positive ion mode with the following 
optimized parameters: capillary temperature 270 °C, sheath gas flow rate 80 (arbitrary units), 
aux/sweep gas flow rate20 (arbitrary units), spray voltage 4.5 kV and capillary voltage 10 V. 
Nitrogen was used asdry gas. The full scan mass spectra were measured in a scan range from 













MALDI-MS analyses were performed on a MALDI TOFTOF Ultraflex III mass spectrometer 
(Bruker) with -cyano-4-hydroxy-cinnamic acid (Sigma-Aldrich) used as a matrix 
(10 mg.mL
-1
 solution in 50% acetonitrile in 0.1% aqueous trifluoroacetic acid). 
 
V. Assays on LDOX enzyme 
 
1. Production and purification of recombinant LDOX 
 
The pQE-30Xa vector containing the full-length coding region of LDOX in frame with an N-
terminal His6, amplified with a post veraison cDNA library from Vitis vinifera cabernet 
sauvignon as template, was obtained from Dr. Bernard Gallois (UMR 5248, University of 
Bordeaux 1, France). Bacteria E. coli Origami
TM
 cells (Novagen) were transformed with 
pQE-30Xa / LDOX constructs and grown at 37°C under agitation (220 rpm) in LB broth 
medium supplemented with 50 µg/ml of ampicillin until OD600 reached 1.1. Expression of 
fusion proteins was thereafter induced with 1 mM isopropyl-β-D-1-thiogalactopyranoside 
(IPTG) and bacteria were incubated at 15 °C overnight under agitation. Bacterial cells were 
harvested by centrifugation (4500 g, 15 min, 4 °C) and stored at – 20 °C until extraction and 
purification of recombinant LDOX. Bacteria containing His-tagged LDOX were resuspended 
in non-denaturing buffer (20 mM Tris-HCl, 0.5 M NaCl and 5 mM imidazole, pH 7.9) and 
emulsified. Cell debris were removed by centrifugation at 45000 g for 45 min at 4 °C and 




 resin affinity chromatography 
(Novabiochem) for 2 h. Resin was washed with a large volume of wash buffer (20 mM Tris-HCl, 
0.5 M NaCl and 20 mM imidazole, pH 7.9) and recombinant LDOX protein was eluted with 
wash buffer containing 250 mM imidazole. Finally, imidazole was removed from sample by 
filtration on PD-10 column (GE Healthcare) and purified His-tagged LDOX was resuspended 
in phosphate buffer at pH 6 with 10 % of glycerol and preserved at – 20 °C. Protein 
concentration was measured by Bradford method using a protein-dye reagent (Bio-Rad) and 











2. LDOX enzyme assays 
 
Catechin (150 μM) was submittedto the enzymatic test with the partially purified LDOX (200 
μg) in a reaction mixture (500 μL) containing 2-oxoglutarate (100 μM), ammonium iron (II) 
sulfate (50 μM) and sodium ascorbate (2.5 mM) and in 200 mM potassium phosphate buffer 
pH 6.0. The incubations were carried out in open vials under gentle shaking at 30°C for 1 h. 
After two extractions with 500 μL of EtOAc (HPLC grade), and solvent evaporation, the 
residue was diluted in 200 μL of MeOH (HPLC grade) and then submitted to LC/MS 
analysis. 
 
Figure 88. LC-MS analysis of enzyme assay with (+)-catechin and LDOX.Catechin and C4-C4 dimer were detected by 
UV at 280 nm (A), catechin was detected by single ion monitoring at m/z 291 [M+H]+ (B), dimer was detected by single ion 
monitoring at m/z 575 [M+H]+ (C). 
 
3. Capture protocol 
 
a. Buffers preparation 
 
All the buffers are prepared with distillated water and then filtered before used. 






b. Probes A1 and A2 
 
Step 1: Incubation 
Different amounts of probes from 0.45 µg to 0.7 µg were incubated in the presence of 21 µg 
partially purified LDOX or 30 µg of BSA in 100 µL to 250 µL of reaction buffer. Incubations 
were carried out in 1.5 mL Eppendorf tubes under gentle stirring (1150 rpm) at 23 °C for 
30 min or 3 h. 
Two negatives controls were used: one (Control A) without probes in which LDOX was 
mixed with the same amount of buffer and another one (Control B) was performed in which 
the same amount of probes, enzymes and buffers were used and in which 0.5 mM of sodium 
ascorbate can be used to remove residual activation. The second negative control will not be 
activated in the next step. 
 
Step 2: Activation 
Activation was performed using sodium periodate (NaIO4) to different final concentrations: 
- 1 mM NaIO4. Incubation 5 minutes under agitation, 1100 rpm at 23 °C 
- 5 mM NaIO4. Incubation 15 minutes under agitation, 1100 rpm at 23 °C 
































+/- NaCl 0.5 M
pH 7.5




Step 3: Reaction inactivation 
The reaction was quenched 5 minutes or 15 minutes later by the addition of 105 µL of 
inactivation buffer. After 1 minute of manual agitation, 0.5 M of sodium chlorhyde solution 
was added. 
 
Step 4: Incubation with magnetic beads 





StreptavidinC1) for 50 min at 23 °C under stirring (1400 rpm). 
 
Step 5: Washes 
The beads were collected using a magnetic device and washed: 
-1 x 300 µL of washing buffer 
- 1 x 300 µL of biotin buffer 
- 4 x 300 µL of an aqueous solution of SDS 0.1 % 
Optional: 3 x 300 µL of an acetonitrile/water mixture (80:20) 
-3 x 300 µL twice with biological molecular grade water (UCS-Biological, Swapscott) 
 
Step 6: Uncoupling 
The beads were added with 30µL of 2X denaturing Laemmli buffer (100 mM Tris-HCl 
pH 6.8, 2% SDS, 20% Glycerol, 4% β-mercaptoethanol), and incubated 10 min at 95°C, 
1400rpm prior to electrophoretic analysis. 
 
c. Probes B 
 
Capture protocol for probes B differ at step 2. For the activation, the sample was irradiated at 
312 nm at 10 °C, during 15 min under agitation, 1100 rpm. 
 
d. Competition capture protocol 
 
Capture protocol for competition capture between LDOX and BSA differ at step 1. In this 
case, 0.45 or 0.7 µg of probe A were incubated in the presence of 21 µg of partially purified 
LDOX and 30 µg of BSA in 250 µL or 100 µL of reaction buffer. Incubations were carried 
out in 1.5 mL Eppendorf tubes under gentle stirring (1150 rpm) at 23 °C for 30 min or 3 h. 
 




4. Western Blot analysis 
 
Western blot were carried out according to standard procedures. After separation by SDS-
PAGE, the proteins were transfered to nitrocellulose membrane (Wathman nitrocellulose 
transfert membrane, PROTAN
®
, Germany). After tranfer, the proteins on the membrane were 
stained with Ponceau S, then the membrane was washed with distillated water and Tris buffer 
saline supplemented with 0.05 % (vol/vol) Tween 20 (TBS-T). The membrane was blocked 
for 15 min at room temperature with a solution of 5 % (wt/vol) skimmed milk powder in 
TBS-T (20 mL). Incubation with the primary antibody was performed over-night at 4 °C, 
followed by two wash steps with a solution of 5 % skimmed milk powder in TBS-T and 
incubation with the secondary antibody for 2 h at room temperature. Antibodies were diluted 
in 5 % skimmed milk powder in TBS-T as follow: monoclonal anti-biotin from mouse (Santa 
Cruz Biotechnology, Inc., Heidelberg, Germany) 1:1000, secondary anti-mouse antibody 
conjugated to horseradish peroxidise (Sigma-Aldrich, St Louis, Missouri, USA) 1:10000. 
After tree washes in TBS-T (25 mL) and one in PBS (25 mL), membrane was treated with the 
Super Signal West Pico Chemoluminescent Substrate (Thermo Scientific, Rockford, USA) 
according to the manufacturer’s instructions. Kodak fotographic film  (Sigma-Aldrich, St. 
Louis, Missouri, USA) was used to detect the chemiluminescence.  
 
VI. Studies on protein extracts from Vitis vinifera 
 






Grinding experiments was performed with a Planetary Ball Mill PM-100 CM supplied by 
Retsch. For all experiments, an 80 mL grinding jar was used with three grinding balls of 
20 mm of diameter. All equipments were cooled by liquid nitrogen, including between 
different cycles. Six cycles of 4 min was performed at 300 rpm, three minutes clockwise and 
one minute anti-clockwise. 
 
 




 Application on plant material from Vitis vinifera 
 
Grape materials (Vitis vinifera cv. Cabernet Sauvignon) were collected in a Bordeaux 
vineyard during 2012 growing season. Random samples of grape clusters were taken at 
different stages of ripening, immediately frozen in liquid nitrogen and stored at – 80 °C prior 
to protein extraction.  
- Flowering stage: plant materiel was used without any preparation 
- Nouaison stage: berries from 1 mm to 4 mm were used without stalk. For berries larger then 
2 mm, pips were removed. 
- Beginning and end of colour change (veraison): only the skin of grape berries was used. 
 
b. Extraction Buffer 
 




c. Extraction experiments 
 
Extraction was performed with on two types of powder:  Powder 1, 100 % vegetal, PVPP was 
added at 5 % in the different extractions buffers and Powder 2, 50 % of PVPP was added 
during grinding step (Figure 89).  
Buffer 2
Tris-HCl 0,5 M



























Figure 89. Schematic representation of extraction protocol of proteins from Vitis vinifera’s plant material. 
 
 Powder 1 
 
After grinding, powderwas resuspended in buffer 1, buffer 2 or buffer 3 (approximately 
3.4 mL of buffer for 1g of powder) and incubated 3h, at 4°C. Mixtures were centrifugated 
50 min, at 11000 rpm at 4°C. Extracts (1 to 3) were analyzed on SDS-PAGE. Pellets obtained 
were incubated 15 h at 4°C with the same amount of buffer for a second run of extraction. 
After centrifugation (50 min, 11000 rpm, 4°C), two extracts (2’ and 3’) were obtained and 
analyzed on SDS-PAGE. 
 
 Powder 2 
 
After grinding, powder was resuspended in 15 mL of buffer 2 or buffer 3 and incubated 3 h, at 
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analyzed on SDS-PAGE.  Pellets obtained were incubated 15 hours at 4 °C with 10.5 mL of 
buffer for a second run of extraction.After centrifugation (50 min, 11000rpm, 4°C), two 




Different extracts obtained were then dialysed against dialysis buffer (0.2M 
Na2HPO4/KH2PO4 and 1% sucrose, pH 7). Tree dialysis baths were performed during 2 h, 1 h 
and then 15 h. Fresh Buffer was used for each baths. Extracts were then centriguted 20 min at 
8000 rpm at 4 °C. Protein concentration was measured by Bradford® using a protein-dye 
reagent (Invitrogen) and BSA as a standard. 
 
2. Affinity enrichment protocol 
 
Step 1: Incubation 
The affinity enrichment procedure was performed using 700 µg of total extracts and incubated 
in the presence of 8 µL of probes A1 or A2 (0.7 µg, final concentration of 2.25 µM). Final 
volume was adjusted to 400 µL by the addition of phosphate buffer (0.2 M, pH 7, 1 % 
sucrose). Incubations were carried out in 1.5 mL Eppendorf tubes under gentle stirring 
(1150 rpm) at 20 °C for 3 h. 
Negative control was prepared in the same way without probes. 
 
Step 2: Activation 
Activation was performed using sodium periodate (NaIO4) to a final concentration of 5 mM 
NaIO4. The mixture was incubated during 15 min under stirring (1100 rpm) at 20 °C. 
 
Step 3: Reaction inactivation 
The reaction was quenched 15 min later by the addition of 1 M solution of DTT to a final 
concentration of 50 mM. After 1 min of manual stirring, a 5 M solution of sodium chlorhyde 
solution was added to a final concentration of 0.5 M. 
 
Step 4: Incubation with magnetic beads 





StreptavidinC1) for 50 min at 23 °C under stirring (1400 rpm). 





Step 5: Washes 
The beads were collected using a magnetic device and washed: 
-1 x 300 µL of washing buffer 
- 1 x 300 µL of biotin buffer 
- 4 x 300 µL of an aqueous solution of SDS 0.1 % 
- 3 x 300 µL of an acetonitrile/water mixture (80:20) 
- 2 x 300 µL twice with deionized water 
 
Step 6: Uncoupling 
The beads were added with 30 µL of 2X denaturing Laemmli buffer (100 mM Tris-HCl, 
pH 6.8, 2% SDS, 20 % glycerol, 4 % β-mercaptoethanol), and incubated 10 min at 95 °C, 
1400 rpm prior to electrophoreticanalysis. 
 
3. Proteomics analysis 
 
Selected bands were excised from gels and digested with trypsin using standard protocols, the 
resulting peptide mixture being analysed by LC-MSMS.For those analyses, the peptide 
mixture was analyzed on a Dionex U-3000 Ultimate nano LC system coupled to a nanospray 
LTQ-Orbitrap XL mass spectrometer (Thermo-Finnigan, San Jose, CA). The peptides were 
separated onto a C18 Pep-Map analytical column (LC Packings) with a 5–40% linear gradient 
of solvent B in 35 min (solvent A was 0.1% formic acid in 5% ACN, and solvent B was 0.1% 
formic acid in 80% ACN). The mass spectrometer operated in positive ion mode. Data were 
acquired in a data dependent mode alternating an MS scan survey over the range m/z 300–
1700 and five MS/MS scans in an exclusion dynamic mode. Data were searched by 
SEQUEST through Bioworks 3.3.1 interface (Thermo-Finnigan) against a Swissprot database 
restricted to Vitis vinifera species for enrichment experiments. The search parameters were as 
follows: mass accuracy of the peptide precursor and peptide fragments was set to 10 ppm and 
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Développement de sondes moléculaires appliquées à l’étude de la 
biosynthèse des flavonoïdes 
 
Les flavonoïdes sont des substances naturelles connues pour leurs propriétés anti-
inflammatoires, anti-cancéreuses ou anti-virales chez l'homme. Chez les végétaux, ils 
participent notamment à leur protection vis-à-vis d'organismes pathogènes. La voie de 
biosynthèse des flavonoïdes est l'une des plus étudiées chez les plantes et notamment chez la 
vigne : Vitis vinifera. Cependant, la ou les enzymes impliquées dans les dernières étapes de 
biosynthèse conduisant aux anthocyanes et aux proanthocyanidines restent, à ce jour, peu ou 
pas connues.  
L’étude que nous proposons a pour but de concevoir des sondes moléculaires d’affinité 
susceptibles d’interagir avec une ou plusieurs enzymes impliquées dans ces dernières étapes 
de biosynthèse. Ces sondes, basées sur la technologie émergeante de protéomique 
chimique : « Activity- and affininity Based Protein Profiling » (ABPP), ont été validées à l’aide 
d’une enzyme modèle : la leucoanthocyanidine dioxygénase (LDOX). Elles ont ensuite été 
appliquées à des extraits complexes de protéines issus de Vitis vinifera. 
 
Mots clés : sondes moléculaires, protéomique chimique, Vitis vinifera, biosynthèse des 
flavonoïdes. 
Molecular probes development for Flavonoid biosynthesis studying 
 
Flavonoids are natural substances known for their anti-inflammatory, anti-cancerous and anti-
virals properties in humans. In plants, they are one of the molecules responsible for fighting 
pathogens. The flavonoid biosynthesis pathway as been greatly studied in plants, especially in 
that of the grapevine: Vitis vinifera. However, detailed studies of the exact function of the 
enzymes involved in the last steps of the biosynthesis of anthocyanins and proanthocyanidins 
remains largely lacking. 
The study that we propose is to synthesize molecular probes designed to specifically interact 
with enzymes involved in the last stages of flavonoids biosynthesis. Our probes, based on the 
emerging chemical proteomic technology, activity- and affinity based protein profiling 
(ABPP), were validated with a model enzyme: leucoanthocyanidin dioxygenase (LDOX). 
After which, they were used with complex protein mixtures from Vitis vinifera. 
 
Key words: molecular probes, chemical proteomics, Vitis vinifera, flavonoids biosynthesis.  
